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Die in dieser Arbeit verwendeten Abkürzungen sind als Standardabkürzungen im European 
Journal of Biochemistry (Instruction for authors, 2004) veröffentlicht. Davon abweichende 
Abkürzungen werden im Anschluss definiert. 
 
AP   Alkalische Phosphatase 
APS    Ammoniumperoxodisulfat 
BSA   Rinderserumalbumin 
DIG    Digoxigenin 
Ena   Enamidase 
Hnr   6-Hydroxynicotinat-Reduktase 
Hgd   2-(Hydroxymethyl)glutarat-Dehydrogenase 
Hmd   2-(Hydroxymethyl)glutarat-Dehydratase 
IPTG    Isopropyl-D-thiogalactosid 
LB    Luria Broth 
Maldi-Tof MS Matrix assisted laser desorption ionization – time of  
flight mass spectrometry 
PEG    Polyethylenglycol 
PAR   4-(2-Pyridylazo)resorcinol  
TEMED  N,N,N´,N´-Tetramethylethylendiamin 
THON   1,4,5,6-Tetrahydro-6-oxonicotinat 
 






Aus EcoRI- und BamHI/BglII-Phagen-Genbänken von Eubacterium barkeri wurde mit Hilfe 
Digoxigenin-markierten homologen DNA-Sonden, direkter genomischer Sequenzierung und 
Seegene Speedwalking ein Gencluster von 23 kbp kloniert, das für die Enzyme der 
Nicotinatfermentation kodierte. Nach Sequenzierung und Analyse wurden die folgenden 22 
offenen Leserahmen identifiziert. Die ndhFSLM Gene kodieren für die Untereinheiten der 
Nicotinat-Dehydrogenase, deren Aminosäuresequenzen signifikante Identitäten zu Xanthin-
Dehydrogenase aufweisen. hnr kodiert für die 6-Hydroxynicotinat-Reduktase, ein [2Fe-2S]+x 
2 x [4Fe-4S] Enzym mit kovalent gebundenem Flavin. ena kodiert für die Enamidase, deren 
Aminosäuresequenz eine Zugehörigkeit zur Amidohydrolase Superfamilie aufweist, und hgd 
für die 2-(Hydroxymethyl)glutarat-Dehydrogenase. Die dmdAB Gene (60-73 % 
Aminosäuresequenz-Identität zu Isopropylmalat-Isomerase) kodieren für die beiden 
Untereinheiten der Dimethylmalat-Dehydratase. Über die Aminosäuresequenzenidentität zur 
α-Untereinheit der [4Fe-4S]-Serin-Dehydratase (23-26 %) wurde hmd als Gen potentiell 
identifiziert, das für die 2-(Hydroxymethyl)glutarat-Dehydratase kodiert. Mit den bereits 
vorher charakterisierten mgm (2-Methylglutarat-Mutase), mii (3-Methylitaconat-Isomerase), 
mgmL (2-Methylglutarat-Mutase Reaktivase/Stabilisierungsfaktor) und dml (Dimethylmalat-
Lyase) Genen sind jetzt die Primärstrukturen aller Enzyme der Nicotinatfermentation 
identifiziert. Neben diesen Genen wurden zwischen den Nicotinat-Fermentationsgenen die 
orfC, orfD und orfE Gene, stromaufwärts von hnr die nicR, orfA und orfB Gene, und 
stromabwärts von dmdAB die orfF und orfG Gene angetroffen. Außer für nicR (potentieller 
Regulator) und orfC und orfE (grenzend an hnr-Homologen) konnte eine Beteiligung am 
Nicotinatabbau noch nicht aufgeklärt werden. Über die Sequenzen von Hnr und Ena wurden 
in 6 Proteobakterien Gencluster für den Abbau von Nicotinat zu 2-Formylglutarat gefunden. 
Für biochemische Untersuchungen wurden ena und hgd heterolog in E. coli exprimiert. Die 
mit N-terminalen Streptags versetzte Enamidase und 2-(Hydroxymethyl)glutarat-
Dehydrogenase wurden mit Streptactin-Affinitätschromatographie gereinigt. Die kinetischen 
Parameter wurden bestimmt. 
Die Kristallstruktur der Enamidase von E. barkeri wurde in Zusammenarbeit mit der AG 
Essen zu einer Auflösung von 1,89 Å bestimmt. Gemäss Metallanalyse wurden im 
Homotetramer vier binukleäre Eisen-Zink Zentren gefunden. Glutamat, Chlorid und ein 






1.1 Nicotinatabbau durch Bakterien 
 
Nicotinat (Pyridin-3-Carboxylat) als Bestandteil des Nicotinamid-Adenin-Dinukleotid-
(Phosphat) (NAD(P) ist in der Natur weit verbreitet. Durch das Absterben der Organismen 
wird das Nicotinat dem mikrobiellen Abbau. Mehrere Bacillus-und Pseudomonas-Arten [1-4] 
sind in der Lage Nicotinat unter aeroben Bedingungen als Energie- und Kohlenstoff-Quelle zu 
nutzen. Der aerobe Nicotinat-Abbau findet technologische Anwendung, z. B. in der 
industriellen Biosynthese von 6-Hydroxynicotinat im Tonnen-Maßstab durch Alcaligenes sp. 
[5]. Der anaerobe Abbau ist weniger weit verbreitet: bisher sind nur drei Bakterien-Arten 
bekannt, die Nicotinat ohne Sauerstoff verwerten können. 
Die erste ausführlich charakterisierte Spezies ist ein Bakterium, das zur α-Gruppe der 
Proteobakterien gehört und aus dem anaeroben Sediment des Potomac Flusses (Washington, 
USA) isoliert wurde [6]. Aufgrund seines anaeroben Stoffwechsels und seiner terminalen 
Sporen wurde es zunächst der Gattung Clostridium zugeordnet [7] und später als Eubacterium 
barkeri reklassifiziert [8]. Da es die Fähigkeit besitzt, neben Nicotinat auch Kohlenhydrate 





Abb. 1.1: Eubacterium barkeri zu Beginn und gegen Ende der Sporulation [7] 
 
 
Mit Hilfe der 16S-rRNA Sequenzierung konnte es zusammen mit anderen Clostridien 
(Acetobacterium sp., Eubacterium limosum, E. callanderi und Pseudoramibacter 
alactolyticus) in eine enge phylogenetische Gruppe eingeordnet werden: Cluster XV [8, 9] 





 die Familie ,,Eubacteriaceae“ (Ordnung Clostridiales) eingeordnet. Die Zellen von E. 
barkeri sind stäbchenformig und färben Gram-positiv. Der Organismus ist nicht pathogen. 




Abb. 1.2: Phylogenetischer Stammbaum der Cluster XI bis XV [9]. Die Position von 
Eubacterium barkeri ist mit einem Pfeil bezeichnet. 
 
Die zweite Spezies ist ein Bakterium, das zur δ-Gruppe der Proteobakterien gehört. Es handelt 
sich dabei um den Gram-negativen mesophilen Sulfatreduzierer Desulfobacterium niacini 
[11]. D. niacini kann Nicotinat mineralisieren [12]. Im Gegensatz zu Eubacterium barkeri 
sind die beteiligten Enzyme und der Abbauweg bei D. niacini noch nicht untersucht. Die 





konnte jedoch nicht nachgewiesen werden (O. Zelder, unveröffentlichte Ergebnisse). Der 
Abbau von Nicotinat durch D. niacini verläuft nach folgender Gleichung: 
 





Abb. 1.3: Desulfobacterium niacini [12] 
 
Die dritte Spezies ist Azorhizobium caulinodans [13-15], ein Bakterium das zur α-Gruppe der 
Proteobakterien gehört. Es ist ein microaerober symbiotischer Organismus, der in 
Luftknöllchen des west-afrikanischen Strauchs Sesbania rostrata lebt. Durch Analyse von 
Mutanten [14] wurde nachgewiesen, dass der erste Teil des Stoffwechselwegs dem 


































































Abb. 1.5: Die ersten zwei Schritte des Nicotinat Metabolismus in den Mikroorganismen 
 
 
In allen Fällen beginnt der Metabolismus von Nicotinat mit der Hydroxylierung des 
Nicotinats zu 6-Hydroxynicotinat durch das gut charakterisierte Enzym Nicotinat-
Dehydrogenase [3]. Der weitere Metabolismus von Nicotinat enthält komplizierte spezielle 
Enzyme, die von der Verwendbarkeit des Sauerstoffes [5] abhängen. In den aeroben 
Organismen wird 6-Hydroxynicotinat oxidativ zu 2,5-Dihydroxypyridin [6] dekarboxyliert, 
oder zu 2, 5-Dihydroxynicotinat hydroxyliert [7]. Unter den microaeroben oder anaeroben 
Bedingungen wird die ferredoxin-abhängige Reduktion zu 1,4,5,6-Tetrahydro-6-oxonicotinat 
(THON) beobachtet. Nicotinat wird durch E. barkeri nach folgender Gleichung fermentiert: 
 
Nicotinat- + 4 H2O      Æ Propionat- + Acetat- + CO2 + NH4+ 
 
1.2 Nicotinatfermentation durch Eubacterium barkeri 
 
Die Fermentation von Nicotinat durch E. barkeri ist zum Teil aufgeklärt [16, 17] und kann 
pro mol Nicotinat ein mol ATP liefern: 
 
































































2 Ferredoxin(red) 2 Ferredoxin(ox)





Abb. 1.6: Der Stoffwechselweg des anaeroben Nicotinat-Abbaus in E. barkeri. 
 
 
1.2.1 Oxidation von Nicotinat zu 6-Hydroxynicotinat, katalysiert von der 
Nicotinat-Dehydrogenase 
 
Im ersten Schritt des Abbaus (siehe Abb. 1.5) wird Nicotinat mit NADP+ unter der Katalyse 
Nicotinat-Dehydrogenase zu 6-Hydroxynicotinat oxidiert [18]. Dieses Enzym ist ein gut 
charakterisiertes Molybdo-Selen-Enzym [12]. Das Molybdän befindet sich im gereinigten 
Enzym als Molybdopterin in der Oxidationsstufe V [19]. Das Selen ist nicht als Selenocystein 
in die Polypeptidkette eingebaut, sondern ist labil und kann unter Verlust der Aktivität 
verloren gehen [20]. Das Protein ist aus vier verschiedenen Untereinheiten aufgebaut: 






1.2.2 Reduktion des 6-Hydroxynicotinats zu 1,4,5,6-Tetrahydro-6-
Oxonicotinat 
 
Das Enzym 6-Hydroxynicotinat-Reduktase (HNR) katalysiert die reversible Reduktion von 6-
Hydroxynicotinat zu 1,4,5,6-Tetrahydro-6-Oxonicotinat (THON). Es benötigt Ferredoxin als 
Elektronendonor. Schon 1966 wurde THON als Intermediat nach Inkubation von 0,2 M Nicotinat 
mit Zellextrakt von E. barkeri in Anwesenheit von 0,2 M Pyruvat identifiziert [21]. Erst im Jahre 
1969 wurde das Enzym partiell gereinigt und charakterisiert [22]. Sowohl Substrat als auch 
Produkt der HNR stehen zur Verfügung: 6-Hydroxynicotinat ist kommerziell erhältlich und eine 
chemische Synthese von THON, ausgehend von Cumalinsäure, wurde beschrieben in [23]. In 
1982 wurde eine andere, neue Synthese des THON Ethylesters aus den Ausgangsstoffen 
Ethylacrylat und disilyliertem Formylacetamid beschrieben [24]. Dieser Ester wurde nicht für 
biochemische Zwecke benutzt. Später wurde in Mutanten von Azorhizobium caulinodans die 
Produktion von THON nachgewiesen [13-15], so dass damit wahrscheinlich auch hier eine noch 
nicht weiter charakterisierte 6-Hydroxynicotinat-Reduktase vorliegt. 
Die 6-Hydroxynicotinat-Reduktase aus E. barkeri benötigt in vivo reduziertes Ferredoxin (siehe 
auch [22]. In vitro kann auch Dithionit-reduziertes Methylviologen oder Benzylviologen benutzt 
werden. Die Rückreaktion, die Oxidation von chemisch synthetisiertem 1,4,5,6-Tetrahydro-6-
Oxonicotinat funktioniert mit oxidiertem Benzylviologen, Methylviologen, 2,3,5-
Triphenyltetrazolium oder Ferredoxin als Elektronenakzeptor. Der physiologische Elektronendonor 
bzw. Akzeptor der HNR ist Ferredoxin, ein allgegenwärtiges Eisen-Schwefel-Protein. Das E. 
barkeri Ferredoxin besitzt wahrscheinlich wie die meisten Ferredoxine der Clostridien zwei [4Fe-
4S]1+/2+ Cluster. Die 2x4 Eisen-Ionen sind an 2x4 anorganische Sulfidionen und über 2Х4 Cystein-
Reste an das Protein gebunden. Die Redoxpotenziale der beiden [4Fe-4S]1+/2+ Cluster der 
clostridiellen Ferredoxine sind mit –300 bis –500 mV sehr niedrig [25]. Weil das Redoxpotential 
von 6-Hydronicotinat / THON -390 mV beträgt [22], ist klar einzusehen, dass reduziertes 
Ferredoxin und nicht NADH oder NADPH als Elektronendonor gebraucht wird. Das reduzierte 
Ferredoxin wird am Ende der Nicotinatabbaus durch oxidative Decarboxylierung des gebildeten 






Die Hydroxynicotinat-Reduktase wurde als Sauerstoff-labiles, dunkelbraunes Nichthäm-Eisen-
Schwefel-Protein charakterisiert [22]. Es wurde aber keine UV-vis- und ESR-Spektroskopie, 
Metallanalyse, molekulare Massen-Bestimmung, sowie Flavin-Gehalt-Bestimmung durchgeführt 
[22]. Im Gegensatz zu der Benzoyl-CoA-Reduktase [26], benötigt die 6-Hydroxynicotinat-
Reduktase kein ATP [22]. Offensichtlich ist das aromatische System des 6-Hydroxynicotinats im 
Vergleich zum Benzoyl-CoA schon so geschwächt, daß die Reduktion ohne zusätzliche 
Energiequelle abläuft. In der vorherigen Diplomarbeit [27] wurde ein Reinigungsprotokoll 
ausgearbeitet, um ausreichende Enzymmengen zur biochemischen Charakterisierung der HNR zu 
erhalten. Mit der gereinigten HNR wurde 1,4,5,6-Tetrahydro-6-Oxonicotinat enzymatisch 
synthetisiert. Nach Dowex 1X8 Chromatographie und Säurefällung hatte die gereinigte Präparation 
ein 1H-NMR-, 13C-NMR- und UV-Spektrum, das identisch zu von Dr. D. J. Darley chemisch 
synthetisierten 1,4,5,6-Tetrahydro-6-Oxonicotinat war. Das dunkelbraune Enzym zeigte im UV-
Vis-Spektrum eine für ein [Fe-S]-Flavoenzyme typische Absorption. Nach Zerstörung der [Fe-S]-
Zentren konnte eine stöchiometrische Menge von einer noch nicht näher identifizierte Flavin-
Spezies nachgewiesen werden, welches möglicherweise kovalent an die HNR gebunden ist. Durch 
ESR-Messungen (in Zusammenarbeit mit Dr. A. J. Pierik) wurde gezeigt, dass [2Fe-2S]1+/2+ und 
[4Fe-4S]1+/2+ Cluster im anwesend sind. Die magnetische Kopplung deutete darauf hin, dass diese 
Cluster in der HNR <12 Å von einander entfernt sind. Die Anwesenheit von 9 Fe/HNR zeigen 
zusammen mit ESR-Daten und UV-vis spektroskopischen Ergebnissen, dass das Enzym 
mindestens einen [2Fe-2S]1+/2+ Cluster, einen [4Fe-4S]1+/2+ Cluster und ein Flavin enthält. 
 
1.2.3 Enamidase katalysiert die Ringöffnung von 1,4,5,6-Tetrahydro-6-
Oxonicotinat (THON) 
 
Nach der Reduktion folgt eine Ringöffnung, wobei aus 1,4,5,6-Tetrahydro-6-Oxonicotinat 
unter Hydrolyse und Hydratisierung, 2-Methylenglutarat und NH4+ gebildet werden. Diese 
Schritte wurden bisher kaum untersucht. 
Enamidase ist homotetrameres Metalloprotein (4x40 kDa) und enthält Eisen (Mitteilung Dr. 
Pierik). Enamidase gehört zu der Amidohydrolase Superfamilie bzw. den zyklischen 
Amidohydrolasen, einschließlich Dihydropyrimidinase, Allantoinase, Hydantoinase und 
Dihydroorotase. Sie sind Metall-abhängige Hydrolasen und spielen eine entscheidende Rolle 
im Metabolismus des Purins und des Pyrimidins in pro- und eukaryotischen Zellen. 
Ungefähr ein Drittel aller Enzyme benötigen für die Entfaltung ihrer optimalen Aktivität die 
Anwesenheit von Metallionen, die als Cofaktoren dienen. Als katalysierend wirkende Metalle 




metallhaltigen Enzyme werden zwei Haupttypen unterschieden, die ineinander übergehen 
können:  
1. Die Metalloenzyme, bei denen das Metallion integraler Bestandteil ist, der in einem 
bestimmten molaren Verhältnis zum Protein vorkommt. Die Metallionen dissoziieren 
unter physiologischen Verhältnissen praktisch nicht. Nach ihrer Entfernung geht die 
enzymatische Aktivität verloren. Es handelt sich vor allem um Fe2+ bzw. Fe3+ (Oxido-
reduktasen und Cytochrom), Zn2+ (Dehydrogenasen, Carboxylasen, Peptidasen, 
Hydrolasen), Mo5+ (Xanthin-Oxidasen) und Mn2+ (Pyruvat-Carboxylase, 
Phosphotransferasen) 
2. Die Metallionen-aktivierten Enzyme, bei denen das Metallion nur relativ locker 
gebunden ist und während der Isolierung des Enzyms verlorengehen kann. Die 
Metallionen werden für die Entwicklung der maximalen Aktivität des Enzyms 
benötigt. Es handelt sich vor allem um Mg2+ (Hexokinase, Adenosin-Triphosphatase, 
Carboxylase). 
 
1.2.4 2-(Hydroxymethyl)glutarat-Dehydrogenase (Hgd) 
 
Im Rahmen einer Diplomarbeit (Bishop) wurde versucht, die 2-(Hydroxymethyl)glutarat-
Dehydrogenase aus E. barkeri zu reinigen [28]. Dazu wurde razemisches 2-
(Hydroxymethyl)glutarat und NAD+ verwendet, für enzymatische Bestimmungen in der im 
Vergleich zur Physiologie umgekehrte Richtung. NADH Bildung konnte indirekt über 
Absorptionszunahme bei 492 nm mit INT/Meldolablau beobachtet werden. Dabei beobachtete 
man, dass solche Präparationen auch Leucin-Dehydrogenase Aktivität hatten. Es wurde ferner 
versucht (Elsner und Pierik), das Enzym  mit andere und moderneren Säulematerialien zu 
reinigen, aber diese Versuche führten ebenfalls nur zu Anreicherung des Enzyms. Immerhin 
konnte die Leucin Dehydrogenase Aktivität abgetrennt und die NAD+ Abhängigkeit bestätigt 
werden. Zusätzlich wurde beobachtet, dass bei pH 9,5 im Glycin-Puffer die 2-
(Hydroxymethyl)glutarat-Dehydrogenase NADH ohne Kopplung mit INT/Meldolablau 
bildet. Wegen der Hintergrundreaktion von INT/Meldolablau mit Thiolen war die direkte 
Messung von NADH bei 340 nm vorteilhafter. Das Enzym ist interessanterweise für NAD+ 
spezifisch, was vermuten lässt, dass E. barkeri über eine NADH / NADPH-Transhydrogenase 
verfügt, da im Stoffwechselweg des anaeroben Nicotinat-Abbaus NADPH+ gebildet und 





1.2.5 Die Umwandlung von 2-(Hydroxymethyl)glutarat zu 2-
Methylenglutarat 
 
Die Dehydratisierung bezeichnet eine Reaktion, bei der von einer Hydroxyverbindung 
Wasser abgespalten wird. Bei enzymatische Dehydratisierung von aliphatischen 2-, 3- und 4-
Hydroxy-monokarboxylaten sind in vielen Fälle CoA-Ester beteiligt [29]. Die 
Dehydratisierung von nicht-aktivierten 2- und 4-Hydroxyacyl-CoA-Estern wird in der 
Aminosäure-Fermentation von Komplexen [FeS]-Flavoenzymen durchgeführt [29]. Die 
Dehydratisierung von 3-Hydroxyacyl-CoA-Estern ist mechanistisch wesentlich einfacher und 
wird von Enzymen ohne Kofaktoren katalysiert, z.B. im umgekehrter Richtung bei der 
Hydratisierung von Enoyl-CoA in der β-Oxidation von Fettsäuren. 2-
(Hydroxymethyl)glutarat, das wegen der Trennung des zweiten Carboxylats durch zwei 
Methylengruppen effektiv als 3-Hydroxy-Monocarboxylat betrachtet werden kann, sollte also 
ebenfalls auf CoA-Ester Ebene dehydratisiert werden. Dabei wäre neben der Dehydratase eine 
CoA-Transferase essentiell. Alternativ könnte 2-(Hydroxymethyl)glutarat ohne CoA 
Esterifizierung von einem [FeS] Enzym ähnlich wie Aconitase oder die labile Serin-
Dehydratase [30, 31] dehydratisiert werden. In diesem Fall könnte auf eine CoA-Transferase 
verzichtet werden. Die nachfolgende Untersuchungen ergaben, dass die  2-
(Hydroxymethyl)glutarat-Dehydratase die freie Säure und nicht den CoA-Ester als Substrat 
akzeptiert.  
 
1.2.6 Die Umwandlung von 2-Methylenglutarat zu Acetat, CO2 und 
Propionat 
 
Die nächsten Abbau-Stufen sind zuerst im Labor von T. C. Stadtman und dann in unserem 
Labor charakterisiert worden: die Coenzym B12-abhängige 2-Methylenglutarat-Mutase lagert 
2-Methylenglutarat zu (R)-3-Methylitaconat um [29, 32-53]. Daraufhin isomerisiert die (R)-3-
Methylitaconat-∆-Isomerase das (R)-3-Methylitaconat zu 2,3-Dimethylmaleat [54-57]. In den 
letzten Schritten wird durch die 2,3-Dimethylmaleat-Hydratase Wasser an die Doppelbindung 
von 2,3-Dimethylmaleat addiert [58]. Diese labile Hydratase wurde nur partiell gereinigt und 
charakterisiert [58]. Das gebildete (2R,3S)-Dimethylmalat wird dann durch die (2R,3S)-
Dimethylmalat-Lyase in Propionat und Pyruvat gespalten [59-61]. Das Gen der Lyase wurde 
von Wagener in ihrer Diplomarbeit kloniert und in E. coli exprimiert [62]. Zum Schluß wird 




werden auf oxidiertes Ferredoxin unter Bildung von reduziertem Ferredoxin übertragen. Die 
Produktion von Acetat ermöglicht dem Mikroorganismus, ATP durch 
Substratkettenphosphorylierung herzustellen. Das wichtigste bei der Acetatproduktion 
erzeugte Zwischenprodukt ist das energiereiche Acetyl-CoA, das mit anorganischem 
Phosphat von der Phosphotransacetylase zu Acetylphosphat umgewandelt wird. Zum Schluß 
wird die energiereiche Phosphatgruppe des Acetylphosphats durch die Acetat-Kinase auf 
ADP übertragen werden und so ATP erzeugt [63]. 
1.3 Zielsetzung der Arbeit 
 
Die vorliegende Arbeit hatte folgende Ziele, die im Wesentlichen erreicht worden sind: die 
Klonierung, vollständige Sequenzierung des  Nicotinat-Locus von E. barkeri und die 
Expression der Strukturgene der Enamidase, 2-(Hydroxymethyl)glutarat-Dehydrogenase, 6-
Hydroxynicotinat-Reduktase und (Hydroxymethyl)glutarat-Dehydratase in E. coli. Die 
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Die verwendeten Chemikalien wurden, sofern nicht anders angegeben, von Merck 
(Darmstadt) bezogen. Biochemikalien und Enzyme für molekularbiologische Experimente 
lieferten Amersham (Braunschweig) und Boehringer (Mannheim). Die Prozentangaben 
verstehen sich als Massenprozent pro Volumen (w/v), sofern nicht anders angegeben. 
Die Gase Stickstoff (99,996%), Stickstoff-Wasserstoff Gemisch (Formiergas, 95 % N2 / 5 % 
H2) und flüssigen Stickstoff lieferte Messer Griesheim (Düsseldorf, BRD). Nicotinsäure, 6-
Hydroxynicotinsäure, 1,4-Dithiothreitol (DTT), Methylviologendichlorid, Natriumdithionit, 
Kaliumhexacyanoferrat(III), FAD, FMN, Riboflavin, Benzylviologen und Cumalinsäure 
wurden von den Firmen Aldrich Chemical Company (Milwaukee, USA), BioRad (Richmond, 
USA), Biomol (Hamburg, BRD), Fluka (Buchs, CH), Merck (Darmstadt, BRD), PerSeptive 
Biosystems GmbH (Hamburg, BRD), Roth (Karlsruhe, BRD) und Sigma (St. Louis, USA) 
bezogen. NAD+, L-Serin, D-Serin, D-Glycerat, L-Glycerat, die Methylester von (R) und (2S)-
3-Hydroxyisobutyrat, 3-Hydroxypropionat, (2R,3S)-Threonin (D-Threonin), (2R,3R)- allo-
Threonin (D-allo-Threonin), (2S,3S)-allo-Threonin (L-allo-Threonin), (2S,3R)-Threonin (L-
Threonin) und (3R)-Hydroxybutyrat wurden von Sigma (Deutschland) bezogen. Strep-Tactin 
Chromatographie, HABA (Hydroxy-Azophenyl-benzoesäure, Regenerationspuffer) und 
Desthiobiotin (Elutionspuffer) wurden von IBA GmbH (Göttingen, Deutschland) geliefert. 
THON und 2-(Hydroxymethyl)glutarat wurde von Dr. Dan Darley synthesiert. (2R) und (2S)-
3-Hydroxyisobutyrat wurden durch Verseifung aus den entsprechenden Methylester 
synthetisiert [64]  
 
 
2.2 Geräte und Spektrometer 
 
Die Absorptionsmessungen für Enzymtests der 2-(Hydroxymethyl)glutarat-Dehydrogenase 
und Enamidase wurden mit Hilfe eines Uvikon Typ 943 Doppelstrahl-Spektrophotometers der 
Firma Kontron Instruments (Freiburg, BRD) durchgeführt. Spektren wurden mit diesem Gerät 
oder mit einem Typ 8453 Diodenarray-Spektrometer aufgenommen (Hewlett Packard, 
Wehrheim). 
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2.3 Bakterien, Vektoren und Bakteriophagen 
 
Eubacterium barkeri wurde von der Deutschen Sammlung von Mikroorganismen und 
Zellkulturen GmbH (DSMZ, Nr. 1223, Braunschweig, BRD) bezogen. 
 
Tab. 2.1: Von Escherichia coli wurden die folgenden Stämme verwendet:  
 




mrr)173 endA1 supE44  
thi-1 recA1 gyrA96 relA1 lac[F’ 














∆ (mcrA)183 ∆ (mcrCB-
hsdSMR-mrr)173 endA1 thi-1 
recA1 gyrA96 relA1 lac [F´ 
proAB lacIqZ ∆ M15 Tn10 




TOP10 One Shot competent 
cells 
F- mcrA ∆ (mrr-hsdRMS-
mcrBC) Φ80lacZ.M15 ∆ 
lacΧ74 recA1 deoR araD139 ∆ 
(araleu) 7697 galU galK rpsL 









Phagemid- Klonierungs- und 
Expressionsvektor 
(4,5 kbp) mit hoher 
Kopienzahl, Kanr 
Stratagene (Heidelberg) 
pPR-IBA2 vector Für Expression, Ampr, Carbr  IBA, GmbH, Göttingen 
pCRTMII-Vektor Klonierungsvektor, 3,9 kb, 
Ampr, Kanr, Selektion über α-
Komplementation möglich  
Invitrogen 
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Tab. 2.3: Die folgenden Bakeriophagen wurden verwendet: 
 
λ-ZAP-ExpressTM ∆cl, ∆att, ∆int, ∆xix, 




ExAssistTM Helferphage f1-Helperphage  Stratagene 
 
 
Escherichia coli DH5α (supE44 ∆Lac U169 (Φ80 LacZ∆M 15) hsdR17 recA1 endA1 gyrA96 
thi-1 relA1) [67] wurde für die Erstellung der eingeschränkten Plasmidgenbank, und für die 
Plasmidvermehrung verwendet. Die Zellen wurden bei 37°C aerob auf Standard I 
Nährmedium (Merck) kultiviert. 
 
Flüssigmedium : Standard I Nährmedium (Merck) 25 g pro Liter 
Platten               : Standard I Nährmedium mit 16 g Agar pro Liter 
 
Die Vereinzelung und Stammhaltung von Plasmid-tragenden Klonen erfolgte auf Standard I 
Agarplatten, die Carbenicillin (100µg/ml, nach dem Autoklavieren zugesetzt) bzw.  
Ampicilin (100µg/ml) enthielten. 
 
 
2.4 Molekularbiologische und mikrobiologische Methoden 
 
2.4.1 Kulturmedien und Wachstumsbedingungen 
 
Der Organismus wurde in Flüssigkultur bei 37 °C unter anaeroben Bedingungen in einem 
Komplexmedium kultiviert (Zusammensetzung siehe unten). Nach Zugabe des 
Reduktionsmittels (Cystein Hydrochlorid) wurden die Kulturgefäße sofort anaerobisiert. 
Filtersterilisiertes Natriumdithionit wurde nach Autoklavieren und Abkühlen zugegeben (0,2 
g / L). 
Zur Stammhaltung wurden 100-ml-Infusionsflaschen zur Hälfte mit noch heißem, vorher 
aufgekochtem Medium gefüllt und mit Butylgummistopfen sowie Aluminiumkappen 
verschlossen. Direkt nachher wurde die Luft in den Flaschen durch dreimaliges Evakuieren  




und Begasen gegen Stickstoff ausgetauscht. Anschließend wurde 20 Minuten im Autoklaven 
bei 121 °C sterilisiert. Die Stammkulturen wurden steril mit 0,5 bis 2 % Inokulum angeimpft 
und 24 h bei 37 °C inkubiert. Die hochgewachsenen Kulturen wurden bei 4 °C gelagert und in 
4-Wochen-Abständen überimpft. 
Zur Großzucht von E. barkeri wurde eine mit 1 L anaerobem Medium gefüllte 2-L-
Infusionsflasche, mit 20 ml exponentiell wachsender E. barkeri–Kultur beimpft und 24 h bei 
37 °C inkubiert. Für die nächste Stufe wurde 9 L Medium in einer offenen 10 L 
Steilbrustflasche sterilisiert. Direkt nach Autoklavieren wurde das noch heiße Medium 
während der Abkühlung langsam mit Stickstoff steril durchgast. Das Animpfen der 9 L Kultur 
mit 500 ml der 1 L-Vorkultur erfolgte mit einer Doppelkanüle durch den Silikonstopfen. Nach 
24 h bei 37 °C war die Vorkultur hochgewachsen und konnte als Inokulum für den mit ca. 
90 L anaerobem Medium gefüllten Fermenter verwendet werden. Das Medium wurde direkt 
im Fermenter mit Hilfe eines Dampfgenerators sterilisiert und unter Stickstoff abgekühlt. Der 
pH Wert nach Autoklavieren wurde mit 20%iger HCl auf 8,2 eingestellt, und 25 g 
Natriumdithionit wurden zugegeben. Das Animpfen des Fermenters erfolgte mit Stickstoff-
Druck über sterilisierte Schläuche. Nach 16 h bei 37 °C und langsamen Rühren betrug die 
optische Dichte (OD600) der Kultur etwa 2,6. Die geerntete Zellmasse betrug 409 g und wurde 
in 10-20 g Mengen in Falcon Röhrchen bei -80 °C eingefroren. 
E. coli DH5α wurde auf Standard I-Medium (Standard I-Nährbouillon, Merck, 25g/L) aerob 
bei 37°C kultiviert. E. coli XL1-Blue MRF9 wurde auf LB-Medium mit Maltose und MgSO4 
bzw. NZY Medium, Escherichia coli XLOLR auf LB-Medium aerob bei 30°C bzw. 37°C 
kultiviert. Die Belüftung  der Flüssigkulturen wurde durch Schütteln der Erlenmeyerkolben 
erreicht. 
Für die Herstellung fester Nährböden wurde den Medien Agar (Roth) in einer 
Endkonzentration von 1,6 % (bzw 0,7 % für Top-Agar), zugegeben. Für die Selektion oder 
Stammhaltung von Transformanten und Expressionsversuche wurden bei einer Temperatur 
des Mediums von ca. 50 °C, entsprechend der verwendeten Vektor-Systeme, Antibiotika 
sowie X-Gal und IPTG zugesetzt. 
Die Sterilität wurde durch Autoklavieren (1 bar, 121 °C, 20 min) oder, bei thermolabilen 
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Tab. 2.4: Zusammensetzung des E. barkeri Mediums  
 
 1 L 9 L 90 L 
Hefeextrakt 20 g 180 g 1800 g 
Nicotinsäure 10 g 90 g 900 g 
Na2SeO3.5H2O (1 mM) 1 ml 9 ml 90 ml 
Na2WO4.2H2O (10 mM) 1 ml 9 ml 90 ml 
Na2MoO4.2H2O (10 mM) 1 ml 9 ml 90 ml 
NaHCO3 4 g 36 g 360 g 
Salzlösungen    
CaCl2.H2O 0,0081 g 0,073 g 0,73 g 
MgSO4.7H2O 0,080 g 0,721 g 7,21 g 
K2HPO4 0,182 g 1,64 g 16,43 g 
KH2PO4 0,142 g 1,28 g 12,84 g 
NaCl 0,08 g 0,72 g 7,2 g 
FeCl3.6H2O (20 mM) 1 ml 9 ml 90 ml 
Cystein.HCl 0,5 g 4,5 g 45 g 
 




NaCl      10g 
Trypton     10g 
Hefeextrakt     5g 




NaCl      5g 
MgSO4.7 H2O     2g 
Hefeextrakt     5g 
Casein-Hydrolysat    10 
auf pH 7,5 einstellen und mit Wasser auf 1 L auffüllen 





5 X M9-Salze     200 ml 
20 % Glucose    20 ml 
1 M MgSO4     1 ml 
0,5 % Thiamin    100 µl 
Fe(II)SO4 4,2 mg/ml     1 ml 
- mit Wasser auf 1 L auffüllen 
 
5 Х M9-Salze 
 
Na2HPO4     30 g 
KH2PO4     15 g 
NH4Cl      5 g 
NaCl      2,5 g 




L-Lysin     100 mg 
L-Phenylalanin    100 mg 
L-Threonin     100 mg 
L-Isoleucin     50 mg 
L-Leucin     50 mg 
L-Valin     50 mg 
L-Selenomethionin    50 mg 
mit Wasser auf 5 ml auffüllen 
 
Tab. 2.5: Zusätze 
 Stammlösung Endkonzentration im Medium
Ampicillin 100 mg/ml  100 µg/ml 
Carbenicillin 100 mg/ml  100 µg/ml 
X-Gal 40 mg/ml 40 µg/ml 
1 M IPTG 250 mg/ml  verschieden 




2.4.2 Präparation kompetenter E. coli DH5α Zellen für die 
Elektrotransformation 
 
Standard I Medium (0,5 l) wurde mit 0,5 % (v/v) einer E. coli DH5α-Übernachtkultur 
angeimpft und bei 37°C bis zu einer OD578 von 0,5 bis 0,8 aerob kultiviert. Die Zellen wurden 
30 min auf Eis abgekühlt und anschließend abzentrifugiert (GSA-Rotor, 6000 rpm, 4 °C). Das 
Pellet wurde in einem Volumen eiskaltem Wasser resuspendiert und erneut abzentrifugiert. 
Dieses Resuspendieren und Abzentrifugieren wurde noch dreimal wiederholt, wobei das 
Resuspensionsvolumen sukzessive auf ½, 1/50 und 1/500 verkleinert wurde. Ab 1/50 
Volumen wurden die Zellen nicht mehr in reinem Wasser, sondern mit 10 % Glycerinlösung 
resuspendiert. Die Zellen wurden portioniert (50 µl) und entweder direkt zur 
Elektrotransformation verwendet oder bei – 80 °C gelagert. 
 
 
2.4.3 Elektrotransformation von E. coli DH5α 
 
Kompetente Zellen (50 µl) wurden aufgetaut und 1 µl Ligationsansatz oder Plasmid-DNA  
wurde dann zugegeben und auf Eis aufbewahrt. Zellen und DNA wurden in eine auf Eis 
gekühlte Elektrotransformationsküvette (Gene pulser Cuvette, 0,2 cm Elektrodenspalt, 
PeQlab, Erlangen) überführt und unter folgenden Bedingungen mit einem Gene pulserTM 
(BioRad, Münschen) transformiert: Widerstand 200 Ohm, Kapazität 25 µF, angelegte 
Spannung 2,5 kV. Nach Ertönen des akustischen Signal wurde der Inhalt der Küvette sofort in 
einem Eppendorf mit 1 ml Standard I Medium (ohne Selektionsdruck) überführt, 1 h bei 37 
°C aerob auf einem Schüttler inkubiert und anschließend auf Standard I Agarplatten mit 
Selektionsmarker (100 µg/ml Ampicillin und 40 µg/ml X-Gal) ausplattiert. Die Platten 
wurden über Nacht bei 37 °C inkubiert. Die Derivate vom TOPO-Vector, die in ihrer 
multiplen Klonierungsstelle eine Fremd-DNA trugen, konnten aufgrund des Verlustes der α-
Komplementation in dem lacZ∆M15 Stamm E. coli DH5α auf Ampicillin/X-Gal-Platten 
identifiziert werden. Im Falle von pPR-IBA2 wurden rekombinante Klone durch Restriktion 
und Sequenzierung isolierter Plasmid-DNA identifiziert. 




Tab. 2.6: Puffer und Lösungen (Sambrook et al. 1989) 
Lösungen  Herstellungen 
TE-Puffer 
 
TAE-Puffer (50 X) 
 
SSC-Puffer (20 X) 
 
 




10 mM Tris-Hcl; 1 mM EDTA, pH 7,4 oder 8,0 
 
242 g Tris-HCl ; 57,1 ml Eisessig; 100 ml 0,5 M 
EDTA pH 8,0; mit Wasser auf 1L. 
175,3 g NaCl; 88,2 g Natriumcitrat; in 800 ml Wasser gelöst, 
mit NaOH auf pH 7,0 eingestellt. 
 
0,25 % Bromphenolblau; 0,25 % Xylen cyanol FF, 0,25 % 






2.4.4 Präparation von genomischer DNA aus E. barkeri 
 
Genomische DNA wurde aus tiefgefrorenen Feuchtzellen (-80°C) extrahiert. 1 g Feuchtzellen 
wurde in 2 ml Tris-Saccharose-Puffer (50 mM Tris-HCl pH 8,0; 25 % Saccharose) aufgetaut. 
Nach Zugabe von 50 mg Lysozym wurde die Suspension 90 min vorsichtig bei 37 °C 
geschwenkt. Nach Zugabe von 2 ml Tris-EDTA-Puffer (50 mM Tris-HCl pH 8,0; 25 mM 
EDTA) folgte eine 15 minütige Inkubation auf Eis. Die Zell-Lyse erfolgte anschließend durch 
Zugabe von 5 ml 1 % SDS (in 50 mM Tris-HCl pH 8,0; 50 mM EDTA), 100 µg RNase, 10 
mg Proteinase K und vorsichtiges Schwenken bei 37 °C (180 min). Proteine wurden durch 
dreimalige Phenolextraktion und einmalige Chloroform/Isoamyl-Behandlung [68, 69] aus 
dem Ansatz entfernt. Die DNA-haltige Phase wurde 24 h bei +4 °C gegen zweimal 5 L TE-
Puffer dialysiert. 
Zur Bestimmung des Reinheitsgrades der genomischen DNA wurde das Verhältnis der 
Absorption bei 260 nm zu der bei 280 nm bestimmt (∆E260/∆E280 = 1,8 für saubere DNA und 
∆E260/∆E280 << 1,8 für mit Protein oder Phenol verunreinigte DNA). 




2.4.5 Phenolextraktion von Proteinen aus wässrigen DNA-Lösungen 
 
Die DNA-Lösung wurde mit dem gleichen Volumen an Tris-gepuffertem Phenol (pH 8,0, 
Rotiphenol, Roth) gemischt, und 5 min bei 12000 x g zentrifugiert. Die wäßrige obere Phase 
wurde abgenommen und mit Phenol re-extrahiert bis keine weiße Interphase (denaturierte 
Proteine) mehr sichtbar war. Phenolische Verunreinigungen der wäßrigen Phase wurden 
durch wiederholte Extraktion mit Chloroform/Isoamylalkohol (24:1, v/v) beseitigt. 
Anschließend wurde die DNA mit Ethanol gefällt. 
 
2.4.6 Ethanolfällung von DNA aus wässrigen Lösungen 
 
Die DNA-Lösung wurde mit 1/10 des Volumens 3 M Natriumacetat-Lösung pH 4,5, und dem 
zweifachen Volumen 96 % Ethanol (-20 °C) versetzt. Nach der Fällung für 30 min bei -80°C 
wurde die DNA 30 min abzentrifugiert (12000 x g), mit 70 % Ethanol bei Raumtemperatur 




Bei Aufreinigung von DNA durch Phenol-Chloroform-Extraktion werden gleiche Volumina 
DNA-Lösung und Phenol-Chloroform-Isoamylalkohol (25:24:1 gesättigt in TE-Puffer) 
gevortext und 20 min zentrifugiert (4000 x g bei 4°C). Die wässrige Phase wurde 
abgenommen und erneut in demselben Volumen Phenol-Chloroform extrahiert. Nach 
Zentrifugation wie oben, wird die wässrige Phase abgenommen, die DNA gefällt und in 
1xTE-Puffer oder H2O resuspendiert. 
 
2.4.8 Agarose-Gelelektrophorese von DNA-Fragmenten 
 
Bei der Agarose-Gelelektrophorese zur Größenbestimmung von DNA-Fragmente (nach [69]) 
wurden 0,8 - 1,2 %ige Agarose-Gele verwendet. Die Agarose (Sigma) wurde in 1 x TAE-
Puffer durch Erwärmen gelöst und bei einer Temperatur von ca. 60 °C auf eine mit einem 
geeigneten Kamm versehene Glasplatte gegossen. Die DNA-Proben wurden 1:5 in 
Probenpuffer verdünnt und in die Taschen des Gels eingefüllt. Zur Herstellung des 
Größenmarkers wurden 50 µg λ-DNA (Fermentas, Vilnius, Litauen) mit 100 U PstI in einem 
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Gesamtvolumen von 225 µl des zugehörigen Puffers über Nacht verdaut. Die Elektrophorese 
fand bei einer konstanten Spannung von 100 V und einer Stromstärke von ca. 50 mA statt. 




2.4.9 Elution von DNA aus Agarose-Gelen 
 
Durch kurze Betrachtung der Ethidiumbromid-gefärbten Agarose-Gele auf dem UV-Schirm 
(70 % Leistung) wurden die DNA-Fragmente lokalisiert und mit einem Skalpell aus dem Gel 
herausgeschnitten. Danach erfolgte eine Gelextraktion (QIAquick Gel Extraktion Kit, 




2.4.10 Präparation von Plasmid-DNA mit Qiaprep Spin Plasmid Kit 
 
Zur Gewinnung von Plasmidminipräparationen für Restriktionsanalysen und 
Doppelstrangsequenzierung, wurden transformierte Einzelkolonien von E. coli DH5α mit 
einer sterilen Spitze von der Agarplatte gepickt, in 3 ml Standard I-Medium (Carbenicillin,  
100 µg/ml) überführt und über Nacht bei 37 °C aerob inkubiert. Die mittels 
Anionenaustauscher-Säulen (QIAGEN Inc., Chatsworth, USA) isolierte DNA war 
hinsichtlich des erzielten Reinheitsgrades und der Konzentration, für Klonierungen und 
Sequenzierungen geeignet. Von einer Übernachtkultur wurden 3 ml abzentrifugiert und in 250 
µl Puffer P1 (100 µg/ml RNaseA, 50 mM Tris-HCl pH 8,0, 10 mM EDTA) resuspendiert. 
Anschließend wurden 250 µl Puffer P2 (0,2 M NaOH, 1% SDS) zugesetzt und der Ansatz 5 
mal vorsichtig über Kopf geschwenkt. Nach Zugabe von 350 µl Puffer P3 (3 M Kalium-
Acetat pH 5,5) wurde der Ansatz erneut geschwenkt und das entstandene Präzipitat mittels 
einer Zentrifugation von 10 min in der Tischzentrifuge pelletiert. Der Überstand wurde auf 
die Säule mit Sammelgefäß gegeben und für 1 min zentrifugiert. Das Sammelgefäß wurde 
entleert und die Säule mit 750 µl PE-Puffer [1 M NaCl, 50 mM MOPS, 15 % (v/v) Ethanol 
(pH 7,0)] gewaschen. Zur Elution der DNA wurden 35 µl steriles Wasser auf die Säule 
pipettiert und nach einer 1 minütigen Inkubation in ein Eppendorfgefäß zentrifugiert.  
 






Die Bestimmung der DNA-Konzentration erfolgte durch photometrische Messung der 
Extinktion bei 260 nm (mit einem Hewlett Packard Typ 8453 Diodenarray-Spektrometer) 




 [genomische DNA] = ∆E260 × 50 × Verdünnungsfaktor 
 
 
2.4.12 Restriktion von DNA 
 
Für Klonierungen wurden Plasmide mit Restriktionsendonukleasen behandelt. Die 
Reaktionsansätze wurden in einem Volumen von 15-20 µl in dem vom Hersteller 
angegebenen Puffer geschnitten. Die beiden Enzyme sollten nach Herstellerangaben 
mindestens zu 75% in 1 h schneiden. War das nicht möglich, wurden die Verdaue 
nacheinander durchgeführt, wobei als erstes das Enzym mit dem niedrigeren Salzgehalt 
angesetzt wurde. Nach dem Umpuffern des ersten Ansatzes wurde das zweite Enzym im 
empfohlenen Puffer angesetzt und bei einer Temperatur von 37°C für 2 h inkubiert. BsaI war 
eine Ausnahme und wurde bei 55°C inkubiert. Die vollständige Restriktion wurde im 
Agarosegel (0,8-1%) überprüft.  
 
 
2.4.13 Polymerase-Ketten-Reaktion (PCR) und Klonierung von PCR-
Produkten 
 
Die Polymerase-Kettenreaktion (PCR= Polymerase Chain Reaktion) ist ein Verfahren zur 
selektiven Anreicherung von DNA-Fragmenten definierter Länge und Sequenz aus einem 
Gemisch von Nukleinsäure-Molekülen. Zwei ausgewählte Oligonukleotide (MWG AG 
Biotech), auch Primer genannt, legen die äußere Begrenzung der zu amplifizierenden 
Nukleotidsequenz fest. Nach Hitzedenaturierung des zu analysierenden DNA-Gemisches bei 
95°C hybridisieren die Primer mit der Zielsequenz bei der Annealing-Temperatur, die etwa 
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5°C unter der Temperatur Tm liegt, bei der 50% der Primerstränge denaturiert sind. Tm ist von 
der Basenzusammensetzung und Länge der Primer abhängig und errechnet sich nach 
folgender Formel: Tm = (A+T)*2 + (G+C)*4 (in °C). Für jede Reaktion wurde etwa 50 bis 
100 ng genomische DNA als Template eingesetzt. Das Reaktionsgemisch (50 µl) beinhaltete 
neben der thermostabilen PfuUltraHot-Start (1 unit), die den Komplementärstrang 
synthetisiert, PCR-Puffer, MgCl2 (50 mM, Amersham), einzelne Nukleotide (2,5 mM; Sigma) 
und Primer (0,2 µM). Um unspezifische Primer Bindungen  zu vermeiden, wurde eine 
PfuUltraHot-Start PCR benutzt, indem die Proben direkt nach dem Pipettieren kurz auf 95°C 
erhitzt wurden. Es wurden jeweils 30 Zyklen durchlaufen. Mit Hilfe von Gradienten-PCRs 
wurden Versuche zur Optimierung der Annealing-Temperatur durchgeführt. 
 
Tab. 2.7: Oligonukleotide 
 
Bezeichnung Sequenz  Bemerkung 
Nico_21for GACCATGCATTGTAAGACCGGAGC AC und AG  
Nico_22for GCATCTTCCGGGTTCTTAATAGTCC AC und AG  
Nico_25rev CTCCAATGTATTCCTCGACAGG AD10 
Nico_27for TGAAGGCCCAAAGTGCTTCGG AD10 
Nico_26for GTGCTCTGGAAATTGGTCTGG AH1 
Nico_84rev CACCATACCGAAATACACTTCC AH1 
Nico_103for ACCTCATCCTCCACATCATCG AE4 
Nico_107rev CGGCGATGAGGGTTTGCATG AE4 
Nico117_rev GGTGTCGTAGTCTTTGAAGGC AR 
Nico112_iPCR AAGCTGGAGATGAAGTCGAGG AR 
 
Die PCR-Produkte wurden mit dem TOPO TA Cloning® Kit, der den pCRTMII-Vektor und 
den One Shot® Competent E. coli (Invitrogen) enthält, nach dem Protokoll des Herstellers 
kloniert. Diese von Invitrogen patentierte Methode erlaubt die direkte Ligation von 
gereinigten PCR Produkten in diverse Klonierung - TOPO TA) mit einer wesentlich höheren 
Ligationseffizienz als die klassische Ligation mit T4-Ligase. TOPO-Vektorlösungen enthalten 
linearisierten Vektor mit 3’-T-Überhängen, die komplementär zu den von der Taq-DNA-
Polymerasen erzeugten 5’-A Überhängen sind. Die Ligation wird von einer mit den 
Vektorenden assoziierten Topoisomerase vermittelt. Für die Ligationsreaktion nach 
Herstellerprotokoll wurden PCR Produkt und Vektorlösung in einem Gesamtvolumen von 6 
µl gemischt, 5 min bei RT inkubiert und die Reaktion mit einer konzentrierten Salzlösung (0,3 
M NaCl, 0,06 M MgCl2) gestoppt. Das Ligationsprodukt wurde direkt zur Elektroporation 
(Transformation) eingesetzt. 
 




2.4.14 Erzeugung von A Überhängen für die TA Klonierung  
 
In einigen Fällen wurden PCR Produkte mit Hilfe des „TOPO TA Cloning® Kit“ in den 
geöffneten, aktivierten Klonierungsvektor pCR2.1 ligiert. Dieser stellt an seiner 
Klonierungsstelle T-Überhänge bereit. Voraussetzung dafür, dass ein PCR Produkt 
erfolgreich ligiert werden kann, sind die mitgebrachte 3’-A-Überhänge. Diese werden bei der 
Amplifizierung von DNA mit nicht Proofreading Polymerasen (z.B. Taq) automatisch 
generiert. Die 3’-5’-Exonucleaseaktivität der Proofreading Polymerasen (z.B. 
PfuUltraHotstart-Polymerase) verhindert aber die Erzeugung solcher A-Überhänge während 
der PCR, was dazu führt, dass die PCR Produkte glatte Enden haben. Solche PCR Produkte 
werden zur Ligation mittels „TOPO TA Cloning® Kit“ mit Taq Polymerase vorbehandelt, 
indem dem PCR-Ansatz 5 U Taq-Polymerase/50 µl Gesamtvolumen und 160 µM dATP 
zugesetzt werden und der Ansatz 10 min bei 72°C inkubiert wird. 
 
 
2.4.15 Blau-Weiß-Test zur Selektion rekombinanter Klone 
 
Zur Selektion von Transformanden, die ein Insert im Plasmid enthielten, wurde dem Agar 
IPTG (48 µg/ml) und β-D-Galactosid (X-Gal; 40 µg/ml) zugesetzt (Horowitz et al., 1964). 
Der verwendete E. coli Klonierungsstamm DH5α ist durch eine Deletion im lacZ-Gen 
gekennzeichnet und kann daher keine aktive β-Galactosidase mehr 
bilden. Durch Transformation mit Plasmiden wie pCR2.1, die über das Gen der α-
Untereinheit der β-Galactosidase verfügen, in dem sich wiederum die Multiklonierungsstelle 
befindet, kommt es zur Bildung eines aktiven Enzyms. Dies kann auf X-Gal und IPTG-
haltigen Platten sichtbar gemacht werden, auf denen das lacZ-Gen durch IPTG induziert wird 
und die β-Galactosidase das Glukoseanalogon X-Gal spaltet, wonach durch Luftoxidation ein 
blauer Farbstoff entsteht. Soll in die Multiklonierungsstelle des Plasmides ein Insert ligiert 
werden, kann man den Erfolg der Insertion nach Transformation anhand der Kolonienfarbe 
sehen. Zellen, die Plasmide mit einer Insertion in der Multiklonierungsstelle und damit im 








2.4.16 DNA-Transfer auf Membranen (Southern Blot-Technik) 
 
Das Agarosegel wurde nach der Elektrophorese mit Ethidiumbromid gefärbt und der Verdau 
auf Vollständigkeit überprüft. Anschließend wurde die DNA mit einem Vakuum System für 
den Transfer von DNA aus Agarosegel auf Membranen (VacuGene XL, Pharmacia LKB) 
nach den Angaben des Herstellers unter dem folgenden Bedingungen auf eine ungeladene 
Nylonmembran (Hybond RPN 303N, Amersham, Braunschweig) übertragen. 
 
Tab. 2.8: Lösungen und Bedingungen für den DNA-Transfer  
          Lösungen                      Zusammensetzung         Einwirkdauer              Unterdruck 
1. Depurinisierungslösung          0,25 M HCl                             10 min                       40 mbar 
 
2. Denaturierungslösung             0,5 M NaOH; 1,5 M NaCl      10 min                       40 mbar 
 
3. Neutralisierungslösung          1,0 M NH4 Acetat pH 7,0        10 min                       40 mbar 
 
Nach der Fixierung der DNA durch UV-Quervernetzung (beidseitig, Programm: Auto Cross 
link, UV StratalinkerTM 2400, Stratagene) konnte die Membran für Hybridisierungen 
eingesetzt werden. 
 
2.4.17 Herstellung von Digoxigenin-markierten DNA-Sonden mittels PCR 
(Sonde C und T) 
 
 
Die Digoxigenin-markierten DNA-Sonden wurden nach dem gleichen PCR-Protokoll wie zur 
Amplifizierung von DNA-Fragmente hergestellt. Der einzige Unterschied bestand darin, dass 
stelle von 5 µl dNTP-Gemsich nur 2 µl dNTP-Gemisch und zusätzlich 1,5 µl 
Markierungsgemisch mit Digoxigenin-markiertem dUTP (dNTP-Labeling Mixture, 
Boehringer Mannheim) eingesetzt wurden. Die markierten homologen DNA-Sonden wurden 








Tab. 2.9: Primern: 
 
NE01_for GATGGCCACGTTGAAACCTAC Sonde C 
NE01_rev GCATACTCTCCTCATTCCAC Sonde C 
Nico41_for GCAGGAGGGACAGATTTGG Sonde T 
Nico41_rev TCCATGGTTTCCATGGTCAGG Sonde T 
 
 
2.4.18 Herstellung von Digoxigenin-markierten DNA-Sonden mittels DIG 
DNA Labeling Kit (Sonde K und M) 
 
Zur Herstellung einer DIG-markierten Sonde für die Southern-Hybridisierung wurde der 
DIG-labeling Mix (Boehringer Mannheim) verwendet. Zwischen 50-1000 ng aufgereinigtes 
Fragment in 14 µl TE werden 10 min. bei 95°C in Wasserbad denaturiert, schnell 
abzentrifugiert (13000 rpm, 10 sec) und auf Eis abgekühlt. Zu dem Fragment werden 2 µl 
dNTP-Gemisch (10x) und 2 µl dNTP-Markierungsgemisch (10x) pipettiert, gemischt und die 
Reaktion durch Zugabe von 1 µl Klenow-Enzym (5 U) gestartet. Die Markierungsreaktion 
erfolgt Über Nacht. Anschließend wurden 2 µl EDTA (200 mM) dazugegeben. Sonde K ist 
EcoRI/PstI Fragment und wurde vom 1,5 kbp EcoRI-EcoRI Klon hergestellt. Sonde M wurde 
vom AD10 Klon durch Verdauen mit EcoRI hergestellt. 
 
2.4.19 Hybridisierung von DNA mit Digoxigenin-markierten DNA-Sonde 
 
Prähybridisierungslösung: 5 x SSC 
1 % Blockierungsreagenz 
0,1 % N-Laurylsarkosin 
0,02 % SDS 
 
Hybridisierungslösung: Digoxygenin-markierten DNA-Sonde 1:1000 verdünnt in 
Prähybridisierungslösung  
Die Membran mit der gebundenen DNA wurde 1 h bei 68 °C mit 20 ml 
Prähybridisierungslösung gegen unspezifische Bindungen abgesättigt. Die markierten DNA-
Sonden wurden direkt vor dem Gebrauch denaturiert (5 min, 95 °C). Die Membran wurde mit 
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3 ml Prähybridisierungslösung und ca. 100 ng der Digoxygenin-markierten DNA-Sonden 
(homologe DNA-Sonde) zur Hybridisierung in einen passendes Glasröhrchen eingeführt. Die 
Membran wurde im Drehofen bei 68 °C über Nacht in 30 ml Hybridisierungslösung inkubiert.  
 
 
2.4.20 Nachweis von Digoxigenin-markierten DNA-Sonden 
 
Puffer I: 0,1 M Maleinsäure pH 7,5 
0,15 M NaCl 
 
Puffer II:                                             1 % Blockierungsreagenz (Milchpulver)in Puffer I 
 
Puffer III:                                           0,1 M Tris-HCl 
                                                           0,1 mM NaCl 
                                                           50 mM MgCl2 
                                                           auf pH 9,5 mit 5 M NaOH einstellen 
 
Färbereagenz:                                  45 µl NBT-Lösung (Nitroblau-Tetrazolium-Salz, Roth,  
                                                          75 mg /ml 70 % DMF) 
                                                          35 µl X-Phosphat-Lösung  
(5-Brom-4-Chlor-3-Indolylphosphat, Toluidinium-Salz, Roth, 50 mg/ml in 100 % DMF) 
                                                        in 10 ml Puffer III 
 
Nach erfolgter Hybridisierung wurde die Membran zweimal 1 min mit Puffer I gewaschen 
und anschließend 30 min mit 25 ml Puffer II bei Raumtemperatur inkubiert. Nach erneutem 
Waschen mit Puffer I folgte eine 30 minütige Inkubation mit dem Anti-Digoxygenin-
Antikörper-Alkalische-Phosphatase-Konjugat (150 U/ml, 1:5.000 in Puffer II). Unspezifisch 
gebundene Antikörper wurden durch Waschen mit Puffer I (zweimal 15 min) entfernt. Nach 
Äquilibrierung der Membran in Puffer II (2 min) erfolgte die Färbereaktion durch Zugabe von 
5 ml Färbereagenz (30 min bis 16 h im Dunkeln). Die Färbung wurde durch intensives Spülen 
der Membran mit Wasser gestoppt. Die Membranen wurden bei Raumtemperatur getrocknet 
und für eine spätere Dokumentation im Dunkeln aufbewahrt.  
 
 




2.4.21 Reinigung von PCR-Produkten 
Die Reinigung präparativ amplifizierter DNA-Fragmente erfolgte nach dem “QIAquick PCR 
Purfication Protocol” (QIAGEN GmbH, Hilden). 
 
2.4.22 Dephosphorylierung von DNA-Enden 
 
Um eine Selbstligation von geöffneten Vektoren zu verhindern, wird die 5‘-Phosphatgruppe 
an den DNA-Enden durch Behandlung mit alkalischer Phosphatase (CIP; Calf Intestine 
Alkaline Phosphatase) entfernt. In der Regel wird nach Ende des präparativen 
Restriktionsverdaus 1-10 U CIP pro µg DNA direkt in den Verdau pipettiert und für 30 mim. 
weiter bei 37°C inkubiert. Ein Entfernen der CIP ist nicht nötig, wenn der Verdau über ein 
Gel gereinigt wird. In Fällen, in denen dies nicht ausreichend ist, wird die DNA mit Ethanol 
gefällt, in 20 µl CIP Puffer aufgenommen und mit 1-10 U CIP pro µg DNA für 1 h bei 37°C 
inkubiert. Die CIP kann alternativ zum Gel durch 20 min. Erhitzen auf 70°C deaktiviert und 
durch anschließende Ethanolfällung entfernt werden. Die vollständige Dephosphorylierung 
wird über eine Kontrolligation des Vektorfragments getestet. Es dürfen nur sehr wenige 
Bakterienkolonien wachsen. 
 
2.4.23 Ligation von DNA-Fragmenten 
 
Die Ligation erfolgte in einem Volumen von 16 µl. Das Verhältnis von Vektor- zu Fragment-
DNA betrug ca. 1:4. Die Ligation wurde mit T4-DNA-Ligase (Stratagene, Heidelberg) und in 
einem vom Hersteller mitgelieferten Puffer, der ATP enthielt, durchgeführt. Es wurde 1 U T4-
Ligase zugegeben und kurz gemischt. Die Ligationen wurden entweder 2 bis 3 h bei 
Raumtemperatur oder Über Nacht bei 16 °C h inkubiert.  
 
2.4.24 Die Mikrodialyse  
 
Die Mikrodialyse wurde durchgeführt, um Restriktionspuffer bei Doppelverdauen zu 
wechseln und zur Entsalzung von Ligationsansätzen, die zur Elektroporation eingesetzt 
werden sollten. Dazu wurden ca. 20 ml Wasser in eine sterile Petrischale gefüllt und ein 
Membranfilter mit einer Porengröße von 0,025 mm (Millipore GmbH, Eschborn) auf die 
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Flüssigkeitsoberfläche gelegt. Die DNA-Probe wurde auf den Filter aufgetropft und nach 30-
60 min. wieder abgenommen. Der Ansatz konnte dann sofort transformiert werden. 
 
2.4.25 Genome Walking 
 
Für das Ableiten der Probe T und M sowie für das Ableiten von Primern für die PCR/TA 
Klonierung der 5'- und 3'-Ende des Nicotinat Locus wurde die von von Dr. Fackelmayer 
(GATC, Konstanz) direkte chromosomale Sequenzierung [70] durchgeführt. Diese Methode 
braucht relativ große Mengen sehr sauberen konzentrierten chromosomale DNA und ergibt 
im günstigen Fall Sequenzen von 200-500 Basen. Die Qualität der Sequenz ist jedoch 
niedriger als beim Sequenzieren von Plasmiden. Auch erfolgt aus Kostengründen die 
Sequenzierung nur in einer Richtung. Deswegen war es notwendig die Ergebnisse durch PCR 
Amplifikation und TA-Klonierung zu überprüfen. Die direkte chromosomale Sequenzierung 
in der 3'-Richtung von DmdB funktionierte leider in einen Bereich mit hohem GC Gehalt Gen 
nicht weiter. Deswegen wurde in diesen Bereich zusätzlich Seegene Speedwalking (Seegene, 
Seoul, Süd Korea) benutzt. Diese PCR-Methode bietet die Möglichkeit ausgehend von einer 
bekannte DNA Sequenz durch niedrig spezifische Hybridisierung von Annealing Control 
Primer [71] Fragmente mit zusätzlicher DNA aus benachbarten Sequenzbereiche zu 
amplifizieren. Durch Benutzen von 'nested' PCR bezüglich Primern aus dem bereits 
bekannten Bereich wird die Spezifizität gewährleistet. Diese Methode wurde im Auftrag und 
in Zusammenarbeit mit Dr. Knobloch (Seqlab, Göttingen) durchgeführt. 
 
2.4.26 Herstellung einer λ-ZAP-Express-Genbank 
 
Bei der Erstellung von Genbanken müssen grundsätzlich zwei Arten unterschieden werden: 
die genomische Genbank und die cDNA-Bank. Eine genomische Genbank beinhaltet das 
gesamte Genom eines Organismus. Dafür zerschneiden bestimmte Restriktionsenzyme das 
Genom (die DNA) an vielen Stellen. Das Ergebnis ist eine große Zahl von unterschiedlich 
langen DNA-Fragmenten, die man in Vektoren einbringen kann. Bei dieser Methode wird 
jedoch nur ein Teil aller DNA-Fragmente als vollständige Gene enthalten, viele werden nur 
aus Teilen eines Gens bestehen und die meisten werden nur nicht-codierende Sequenzen 
enthalten, die in höheren Organismen den größten Teil des Genoms ausmachen. Mit dem λ-
ZAP-Express-System (Stratagene) wurde nach dem Protokoll des Herstellers eine 
chromosomale EcoRI, BamHI, BamHI-BglII - Genbank von E. barkeri hergestellt. 
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Die aus E. barkeri isolierte genomische DNA wurde über Nacht mit den oben genannten 
Restriktionsenzymen vollständig verdaut und mit Ethanol gefällt. Diese DNA-Fragmente (400 
ng) wurden mit der geschnittenen und dephosphorylierten λ-ZAP-Express-DNA (1 µg, ZAP-
ExpressTM/Predigested Vector Kit: BamHI/CIAP-treated, Stratagene) ligiert. Die erhaltene λ-
ZAP-Express/Insert-DNA wurde mit einem Verpackungsextrakt (Gigapack® II Gold 
Packaging Extract, Stratagene) nach den Angaben des Herstellers in λ-Hüllproteine verpackt. 
Anschließend wurde die λ-ZAP-Express-Genbank in E. coli XL1-Blue MRF, amplifiziert 
(Titer: ca. 108- 109 pfu/ml). 
 
2.4.27 Identifizierung positiver λ-ZAP-Express-Klone 
 
Bei erfolgreicher Infektion waren am nächsten Tag Phagen-Plaques im dicht gewachsenen E. 
coli Rasen zu sehen. Um die Platte nach einem bestimmten Klon zu screenen, mussten zuerst 
Replika von den Platten hergestellt werden. Dies geschah, indem eine Nylonmembran 
(Hybond-N, Amersham) für ca. 2 min auf die Phagen-Platten gelegt wurde, wodurch durch 
Adhäsion Phagenpartikel an der Membran festgehalten wurden. Danach erfolgte die 
Fixierung der λ-Phagen an die Membran. Die DNA wurde durch UV-Quervernetzung 
(beidseitig, Programm: Auto Cross Link, UV StratalinkerTM2400, Stratagene) auf der 
Membran fixiert. Mit einer Digoxigenin-markierten DNA-Sonde wurde die Genbank nun 
nach positiven Phagenklonen durchgesucht. Die entsprechenden Phagenplaques wurden mit 
Pasteurpipetten ausgestochen bzw. mit einem Skalpell ausgeschnitten und in ein steriles 
Reaktionsgefäß gegeben, das 600 µl SM Puffer enthielt. Damit sich die Phagen aus dem Agar 
lösen konnten, wurden noch 50 µl Chloroform zugegeben und über Nacht bei 4 °C gelagert. 
Diese Phagen sollten erneut ausplattiert werden. 
 
Tab. 2.10: Lösungen und Inkubationsdauer für die Fixierung von Phagen-DNA auf 
Nylonmembranen 
Lösung Inkubationsdauer Zusammensetzung 
I 2 min 1,5 M NaCl 
0,5 M NaOH 
II 5 min 1,5 M NaCl 
0,5 M TrisHCl (pH 8,0) 
III 30 sec 0,2 M TrisHCl (pH 8,0) 
2 x SSC 




SM-Puffer.  Pro 1 L 
   5,8 g NaCl 
   2,0 g MgSO4 
   50 ml 1M Tris-HCl, pH 7,5 
   5 ml 2 % Gelatine 
 
20 x SSC  pro 1 L 
   175,3 g NaCl 
   88,2 g Na Citrat 
   pH 7,0 wurde mit 10 M NaOH eingestellt 
 
 
2.4.28 Exzision des Phagemids pBK-CMV aus dem λ-ZAP-Express-Vektor 
 
Die Exzision des Phagemids pBK-CMV mit dem klonierten DNA-Fragment wurde mittels 
Ko-Infektion von E. coli XL1-Blue MRF mit den identifizierten λ-Phagen und dem 
filamentösen Helferphagen ExAssistTM, einem M13-Derivat mit zyklischem Genom, 
durchgeführt. 
Zwei Sequenzregionen (Initiator und Terminator) auf dem linearen λ-Zap-Express-Vektor 
werden durch das Gen II-Protein des Helferphagen erkannt. Ein neuer DNA-Strang wird 
synthetisiert, der den vorhandenen Strang verdrängt. Der synthetisierte DNA-Strang wird 
zirkularisiert und von Proteinen des Helferphagen als filamentöser M13-Phage verpackt. Die 
Phagen werden aus den E. coli-Zellen freigesetzt. 
Die Bakterienzellen wurden abzentrifugiert und mit den im Überstand befindlichen Phagen 
wurde E. coli XLOLR infiziert. Dieser Stamm kann aufgrund fehlender Rezeptoren nicht von 
λ-Phagen, die als Verunreinigung im Lysat vorliegen könnten, infiziert werden. Die M13-
Phagen dagegen können E. coli XLOLR infizieren. Sie können sich jedoch in diesem Stamm 
nicht replizieren. Da das Phagengenom (Phagemid) einen colE1-Replikationsursprung trägt, 
wird es von den E. coli-Zellen als Plasmid repliziert. Die Plasmid-tragenden Klone können 
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2.4.29 DNA-Sequenzierungen  
 
DNA-Sequenzierungen wurden bei MWG (Ebersberg) in Auftrag gegeben. Für 
Sequenzreaktionen wurden entweder universelle plasmid- oder interne insertspezifische 
Primer verwendet und die Reaktionsprodukte mit einem ABI Prism 377 Automated 
Sequencer (Perkin Elmer Applied Biosystems) aufgetrennt. 
 
2.5 Expression und Reinigung 
 
2.5.1 Herstellung der Hgd, Hmd, Ena und Hnr Expressionsvektoren 
 
Tab. 2.11 zeigt die gesamte Oligonukleotide. Alle wurden HPLC gereinigt von der Firma 
Metabion bezogen. Die synthetische hgd, hnr, hmd und ena Gen-Sequenzen wurden durch 
PCR mit Pfu-Polymerase amplifiziert. Die Primer wurden an den Enden durch Anfügen von 
Restriktionsschnittstellen modifiziert. Als Oligonukleotide wurden die in der Tab. 2.11 
dargestellte Primers eingesetzt. Die amplifizierte (hgd, hnr und hmd) DNA wurde mit der 
Restriktions-Endonuklease BsaI nachgeschnitten, und in den mit BsaI geschnittene pPR-IBA2 
Vektor kloniert. Für Enamidase wurde das PCR Produkt mit den Restriktions-Endonukleasen 
BamHI und KspI (Roche) geschnitten, mit SAP für 1h behandelt und in den mit KspI/BamHI 
geschnittene pPR-IBA2 Vektor kloniert. 
 
Tab. 2.11: Oligonukleotide 
Bezeichnug 
 






pPR-IBA2 Klonierung von HNR N-





pPR-IBA2 Klonierung von HNR N-
terminal Strep, BsaI 
Hgd_for ATGGTAGGTCTCAGCGCCATGGAAAAA
TCAATTAAAATTGGATTTATCG 
pPR-IBA2 Klonierung von HGD N-





pPR-IBA2 Klonierung von HGD N-





pPR-IBA2 Klonierung von Ena N-





pPR-IBA2 Klonierung von Ena N-





pPR-IBA2 Klonierung von Hmd N-






pPR-IBA2 Klonierung von Hmd N-
terminal Strep, BsaI 




2.5.2 Strep-Tag Expressionssystem 
 
Es wurde das Strep-Tag Expressionssystem der Firma IBA verwendet. Es wurden immer 
frisch transformierte Klone für die Fremdgenexpression benutzt. Für Expressionskulturen 
wurde eine Übernachtkultur 1:100 in frisches Medium überimpft und im Schüttelinkubator 
bei 30°C oder 37°C inkubiert. Durch Zugabe von IPTG, 1,5 mM für Ena und 3 mM 
Endkonzentration für Hgd, erfolgte die Induktion des T7-Promotors. Die optimalen 
Induktionsbedingungen wurden für alle Fremdproteine getrennt ermittelt. Die Bakterienzellen 
wurden durch Zentrifugation (5.000 x g, 4°C, 10 min.) sedimentiert und bei –20°C gelagert. 
 
2.5.3 Heterologe Expression von 2-(Hydroxymethyl)glutarat-
Dehydrogenase (Hgd) 
 
Das in den Expressionsvektor pPR-IBA2 klonierte Gen der Hgd, wurde in E. coli BL21(DE3) 
Zellen transformiert. Die transformierten Zellen wurden auf Standard I-Medium mit 
Carbenicillin bei 37°C aerob auf dem Schüttler kultiviert. Bei einer optischen Dichte OD600 
von 0,6 wurde die Expression von Hgd durch die Zugabe von IPTG (Endkonzentration 3mM) 
induziert, und die Inkubation bei 37 °C auf dem Schüttler Über Nacht fortgesetzt. Die Zellen, 
ca. 4g/L, wurden 20 min. bei 5.000 x g abzentrifugiert und bei –20°C eingefroren.  
 
2.5.4 Heterologe Expression von Enamidase 
 
Die Expression von Ena erfolgte in dem E. coli Stamm BL21(DE3). Dafür wurde von einer 
Plattenkultur eine Einzelkolonie in 200 ml LB-Medium überführt, welches 100 µg 
Carbenicillin als Antibiotikum enthielt, und über Nacht bei 37 °C unter Schütteln inkubiert. 
Mit dieser Vorkultur wurden 4 L LB-Medium angeimpft. Die Inkubation erfolgte in zwei 5 L-
Schikanekolben. Die OD600-Werte wurden gegen steriles LB-Medium als Leerwert gemessen. 
Bei einer OD600 von 0,8 wurde die Kultur mit 1,5 mM IPTG (Endkonzentration) induziert und 
für 3 h bei 30 °C weiterinkubiert. Die Zellen wurden bei einer OD600 von 2,1 Abzentrifugiert 
(6000 rpm, 20 min, 4°C). Für die Expression des Selenomethionin-Derivats von Ena wurde 
der gleiche E. coli Stamm BL21(DE3) verwendet. Die Selenomethionin-Inkorporation 
erfolgte auf Minimalmedium. Dazu wurden die in 20 ml LB-Medium gewachsenen Zellen der 
Vorkultur vorsichtig abzentrifugiert und in der gleichen Menge Minimalmedium wieder 
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resuspendiert. Die Animpfung von 4 l Minimalmedium mit den Antibiotika Carbenicillin 
wurde dann in 10 L-Schikanekolben mit dieser Vorkultur durchgeführt. Die Induktion mit 
IPTG erfolgte bei einer OD600 von 0,5 nach 15-minutigen Inkubation und Zugabe von 5 ml/L 
Aminosäure Gemisch (siehe Medien). Nach Induktion wurden die Zellen für 5 h bei 37 °C 
inkubiert. Die Ernte erfolgte durch Abzentrifugation (5.000 x g, 20 min., 4°C) bei einer OD600 
von 1,3. 
 
2.5.5 Aufschluss der Bakterienzellen  
 
Zum Aufschluß wurden die Zellen auf Eis aufgetaut und in ca. 20 ml Puffer W (100 mM Tris-
HCl + 150 mM NaCl, pH 8,0) resuspendiert. Danach wurde das Homogenat 3 x 30 s im 
einem Rosettengefäß im Eisbad sonifiziert (Sonorex Super; Stufe 4, 50% Impulsdauer) und 
unlösliche Bestandteile durch Zentrifugation (30 min. bei 100.000 x g) abgetrennt. Der 
Überstand wurde für weitere Analysen verwendet. 
 
 
2.6 Biochemische Methoden 
 
2.6.1 Konzentrationsbestimmung von Proteinlösungen 
 
Die Konzentration von Proteinen in Lösung wurde mit der Methode nach Bradford [72] 
photometrisch bei 595 nm bestimmt. Dazu wurde eine Eichgerade mit Rinderserumalbumin-
Lösung (1mg/ml) (BSA) in den Konzentrationen 0,1 bis 15 µg/ml im Absorptionsbereich vom 
0 bis 1,2 erstellt [73]. Bradfordreagenz 200 µl (BioRad, München) wurden 1 bis 50 µl 
Probenlösung versetzt und mit H2O auf 1 ml Volumen aufgefüllt. Nach 20 min. Inkubation 
bei RT im Dunkeln, wurde die Extinktion bei 595 nm photometrisch bestimmt. 
Konzentrationsbestimmungen wurden darüber hinaus auch photometrisch bei einer 
Wellenlänge von 280 nm bestimmt. Dazu wurden 1 - 10 µl der zu bestimmenden 
Proteinlösung mit Wasser auf 1 ml Volumen in Quarzküvetten aufgefüllt und die Extinktion 
bei 280 nm bestimmt. Die gemessene Extinktion wurde durch den aus der Sequenz berechnete 
Extinktionskoeffizient [74] dividiert und ergab die Proteinkonzentration in mg/ml unter 
Berücksichtigung der jeweiligen Proteinverdünnung. 
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2.6.2 SDS-Polyacrylamid-Gelelektophorese (SDS-PAGE) 
 
Die SDS-PAGE wurde in einer Mini-Protean-II-Elektrophorese-Apparatur der Firma BioRad 
(München, BRD) nach Laemmli [75] durchgeführt. Um die apparente Größe der 
Untereinheiten von Proteinen untersuchen zu können, wurden 15%-ige SDS-PAGE-Gele 
angefertigt, welche nach Polymerisation mit einem 5%-igen Sammelgel überschichtet 
wurden. Die Größe der gegossenen Gele betrug 9 × 7 × 0,15 cm. 
 
Tab. 2.12: Zusammenstellung des 15%-iges Trenngels: 
 
1 M Tris/HCl, pH 8,8  3,00 ml 
H2O  1,37 ml 
10 % SDS 0,085 ml 
Acrylamid/Bisacrylamid (40 % / 1,6 %)  2,75 ml 
5 % TEMED 0,085 ml 
10 % Ammoniumperoxodisulfat 0,115 ml 
 
Die obengenannte Mischung wurde in die zusammengepresste Elektrophoresekammer bis zu 
einem Abstand von 1,5 cm zum oberen Rand der Ohrenplatte eingefüllt, mit Wasser 
überschichtet und für mindestens 15 min zum Polymerisieren erschütterungsfrei 
stehengelassen. Danach wurde das Wasser entfernt und die Geloberfläche mit neuem Wasser 
gewaschen. Auf das Trenngel wurde nun das Sammelgel bis zum oberen Rand der 
Ohrenplatte aufgetragen. Die Proteine wurden im elektrischen Feld bei eine konstanten 
Spannung von 180 V aufgetrennt. Die Elektophorese war beendet, wenn der 
Bromphenolblau-Marker das untere Ende des Gels erreicht hatte (ca. 1h).  
 
2.6.3 Coomassie Färbung 
 
Polyacrylamidgele wurden nach erfolgter Elektrophorese in einer Coomassie-Lösung gefärbt. 
Dazu wurden die Gele in der Färbelösung kurz zum Sieden erhitzt, 15 min bei 
Raumtemperatur geschüttelt und danach in Entfärbelösung solange gewaschen, bis der 
Hintergrund farblos erschien und die einzelnen Proteinbanden deutlich hervortraten. 
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Probenpuffer:      125 mM Tris/HCl (pH 8,0) 
       4 % SDS 
       10 % (v/v) Glycerin 
       10 % (v/v) β-Mercaptoethanol 
       0,25 % Bromphenolblau 
 
Elektodenpuffer:     25 mM Tris-Base 
       192 mM Glycin 
       0,1 % SDS 
 
Färbelösung:      0,1 % Coomassie-Brillantblau R250 
       7 % (v/v) Essigsäure 
       14 % (v/v) Methanol 
 
Entfärber:      7 % (v/v) Essigsäure 
       14 % (v/v) Methanol 
 
2.6.4 Reinigung über das Strep-tag II Protein Reinigungssystem 
 
Mittels des Strep-tag II Überexpressionssystems konnten exprimierte Proteine in einer 
Einschritt-Affinitätschromatographie gereinigt werden. Zur Reinigung des Target-Proteins 
wird N-terminal ein Tag eingefügt, der aus 8 Aminosäuren (MWSHPQFEK) besteht. Dieser 
Strep-tag bindet spezifisch an StrepTactin, das als Säulenmaterial verwendet wurde. 
Weiterhin beeinflusst dieser kurze Tag normalerweise weder Proteinlokalisation noch 
Proteinfaltung. Unspezifisch bindende Proteine konnten während eines Waschschrittes 
entfernt werden, während das Target-Protein spezifisch, durch Austausch der Bindung mit 
Desthiobiotin, von der Säule eluiert werden konnte. 
Die Säule wurde mit 5 Vol Puffer W (100 mM Tris-HCl, pH 8,0 und 150 mM NaCl) 
equilibriert. Die Zellextrakte, welche das gewünschte Strep-tag II®-Fusionsprotein enthielten, 
wurden auf die Säule gegeben, wobei das Fusionsprotein an das Säulenmaterial band. 
Unspezifisch bindende Proteine wurden durch Waschen mit 10 Vol. Puffer W entfernt. Das 
Target-Protein wurde mittels 3-4 Vol. Puffer E (2,5 mM Desthiobiotin in Puffer W) eluiert. 
Das Säulenmaterial wurde durch Spülen mit 10 Vol. Puffer R (1 mM HABA in Puffer W) 
regeneriert. 
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2.6.5 Proteintransfer von Polyacrylamidgelen auf PVDF-Membran 
(Westernblot) 
 
Proben gereinigter 6-Hydroxynicotinat Reduktase von E. barkeri (für Reinigung des Proteins 
siehe [27]) wurde über SDS-PAGE in einem 10 %igen Gel aufgetrennt und anschließend 
durch Elektroblotting in einer Semi-dry Transfer Zelle (Trans-blot SD, BioRad, München) auf 
eine Polyvinylidendifluorid-Membran (PVDF, Immobilon-P Transfer Membran, Millipore) 
übertragen. Als Transferpuffer diente 25 mM Tris, 192 mM Glycin und 10 % (v/v) Methanol. 
Der Elektrotransfer erfolgte bei einer konstanten Stromstärke von 100 mA über 1 h bei 
Raumtemperatur. Transfierte Proteine wurden kurz mit 0,1 % Coomassie Brilliantblau R-250 
in Methanol/Wasser/Eisessig (5:4:1) angefärbt. Die Entfärbung erfolgte 2 min mit 
Wasser/Methanol (1:1). Anschließend wurde die Membran 3 x 10 min mit Seradest bei 
Raumtemperatur gewaschen und über Nacht bei 4 °C gegen 5 L Seradest dialysiert, um das 
Glycin zu entfernen. Die 55 kDa Proteinbande wurde aus der PVDF-Membran 
herausgeschnitten. Die N-terminale Sequenzierung mittels Edman-Abau wurde von Dr. D. 
Linder am Biochemischen Institut des Fachbereiches Humanmedizin der Justus-Liebig-
Universität Gießen durchgeführt. 
 
 
2.6.6 Bestimmung von Zink 
 
Bestimmung von Zink wurde durch Komplexierung mit 4-(2-Pyridylazo)-resorcin (PAR) 
gemacht. PAR ist ein metallochromophorer Indikator gelber Färbung. Er bindet Zink unter 
Bildung einer roten Farbe. Diese Farbveränderung kann photometrisch bei einer Wellenlänge 
von 500 nm verfolgt werden [76]. Als Zinkstandard wurde eine Zinkchlorid-Lösung in einer 
Endkonzentration von 0-5 µM eingesetzt. Das Protein wurde erst 10 min in 1 % HCl bei 95°C 
denaturiert und abgekühlt. Um das in der Enamidase enthaltene Fe2+ zu Fe3+ zu oxidieren 
wurde 64 µl 1 M NaOH zugegeben und 5 Minuten inkubiert. Der 1 ml Testansatz enthielt 50 
mM Tris pH 7,0, 100 µM PAR, 150 µM p-Hydroxymercurisulfonat, 0,5 % SDS und 100-200 
µg Enamidase. Die Absorption wurden nach Abkühlen auf Raumtemperatur bei 500 nm 
gemessen. Es wurde ein Extinktionskoeffizient von ε500 = 63 mM-1cm-1 für Zn2+ ermittelt. 




2.6.7 Eisen Bestimmung 
 
Nicht-Häm-Eisen wurde kolorimetrisch mit Feren (Dinatrium Salz von 3-(2-Pyridyl)-5,6-
bis(5-Sulfo-2-Furyl)-1,2,4-Triazine Trihydrat) [77] bestimmt. Das Nicht-Häm-Eisen wird 
durch Inkubation mit 1% HCl aus dem Protein freigesetzt, nach Neutralisieren mit 
Ammoniumacetat und Reduktion des Eisens zu Fe2+ mit Ascorbinsäure, kann das Eisen mit 
dem dafür extrem spezifischen Chelator Ferene nachgewiesen werden. 
Zur Ermittlung des Eisengehaltes der Enamidase wurde vor jedem Versuchsansatz eine 
frische 0,200 mM (NH4)2Fe(SO4)2.6H2O (Mohr’s Salz) Eichlösung angefertigt. Proben oder 
Standard-Lösungen mit 2-20 nmol Eisen (100 µl) wurden mit 100 µl 1% HCl versetzt, für 10 
Sekunden abzentrifugiert und 10 Minuten bei 80 °C in einem Thermomixer (Comfort, 
Eppendorf-Netheler-Hinz GmbH, Hamburg) inkubiert. Nach Abkühlen der Proben auf 
Raumtemperatur wurden 500 µl 7,5% Ammoniumacetat, 100 µl frische 4% Ascorbinsäure, 
100 µl 2,5 % SDS und 100 µl 1,5 % Feren zugegeben, gemischt und für 5 min bei 13.000 × g 
abzentrifugiert. Anschliessend erfolgte die Messung der Absorption bei 593 nm. 
 
2.6.8 Massenspektrometrie mittels MALDI/TOF 
 
Die Analyse von Proteinproben zur Ermittlung der molekularen Masse mittels MALDI/TOF 
(Matrix assisted laser desorption/ionisation-time of flight) Massenspektrometrie, wurde an 
einem Voyager DETMRP Spectrometer (Applied Biosystems, Langen) durchgeführt. Hierbei 
wurden Proteinproben in unterschiedlichen Konzentrationen mit gesättigter 
Sinapinsäurelösung (in 0,1 % Trifluoressigsäure, 67 % Acetonitril) versetzt, auf einen 
Probenträger aufgetragen und getrocknet. Die Messung der Proben und anschließende 
Auswertung erfolgte durch die vom Hersteller mitgelieferte Software. Die Geräteparameter 
waren: 25.000 V Beschleunigungsspannung, 23.000 V Gitterspannung, 300 nsec Verzögerung 
und 50 % Laserstärke. 
 
2.7 Kristallisation von Enamidase 
 
Der erste Schritt auf dem Weg zu einer Röntgenstrukturbestimmung von Proteinkristallen 
besteht darin, Kristalle zu züchten. Die Kristallographie ist eine empirische Methode. Die 
erfolgreiche Kristallisation eines Proteins hängt von zahlreichen Faktoren ab. In einem 
typischen „Kristallisationsscreen“ werden üblicherweise Temperatur, pH-Wert, Ionenstärke, 
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und die Konzentrationen der einzelnen chemischen Komponenten systematisch variiert. 
Dieser Ansatz liegt den heutzutage weit verbreiteten und kommerziell erhältlichen so 
genannten „sparse matrix screens“ zugrunde [78]. Von besonderer Bedeutung können 
überdies der Oligomerisierungsgrad des zu kristallisierenden Proteins, sowie dessen Reinheit 
und die Homogenität der verwendeten Proteinlösung sein. Auch die Wahl der geeigneten 
Kristallisationsmethode kann den Erfolg eines Kristallisationsexperimentes beeinflussen. 
Zwei der gängigsten Methoden sind dabei die ,,hanging drop“- [79] und die „sitting-Drop-
Methode“ [80]. Beide beruhen auf dem Prinzip der Dampfdiffusion. Wie aus der Abb.2.12 
hervorgeht stehen sich dabei in einem geschlossenen System ein die jeweilige 
Kristallisationslösung enthaltendes Reservoir und ein Tropfen gegenüber, der aus einer 
Mischung dieser Lösung mit der Proteinlösung besteht. Auf diese Weise stellt sich zwischen 
Tropfen und Reservoir ein Gleichgewicht ein. Durch den Entzug von Wasser kommt es zur 
Erhöhung von Protein- und Fällungsmittelkonzentration, die im Idealfall zur Bildung eines 
Proteinkeimes und zum Kristallwachstum führt. Für die in dieser Arbeit beschriebene 
erfolgreiche Kristallisation des Enzyms Enamidase wurden sowohl  die ,,hanging drop“- als 









Abb. 2.12 A: ,,hanging drop”  2B: ,,sitting drop” 
 
Für das Auffinden geeigneter Kristallisationsbedingungen wurden insgesamt fünf 
verschiedene kommerziell erhältliche sparse matrix-Screens der Firmen Sigma-Aldrich und 
Nextal verwendet. Die Durchführung dieses Vorversuches erfolgte mit Hilfe  eines speziellen 
Pipettier-Roboters (Genomic solutions, A Harvard Bioscience Company, USA) am MPI für 
Biophysik in Frankfurt am Main. Dabei wurden spezielle Kristallisationsplatten der Firma G 
reiner verwendet, die 96 voneinander abgetrennte Reservoirs besitzen. Diese wurden zunächst 
mit jeweils 100 µl der entsprechenden Kristallisationslösungen gefüllt. Das Pipettieren des 
eigentlichen Kristallisationstropfens erfolgte hiernach vollautomatisch. Die Tröpfchen 
bestanden dabei aus je 300 nl Proteinlösung und 300 nl der jeweiligen Reservoirlösung. Da 
die Kristallisationsplatten pro Reservoir Platz für bis zu drei Tropfen verschiedener 
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Zusammensetzung bieten, wurde nicht nur die Proteinkonzentration variiert (20 und 10 
mg/mL) sondern auch ein Tropfen auspipettiert, der lediglich den für das Protein verwendeten 
Puffer enthielt und somit als Negativkontrolle diente. Die Inkubation der 
Kristallisationsansätze erfolgte bei 18°C. Direkt nach Fertigstellung des Screens wurden die 
einzelnen Tropfen begutachtet und eine ggf. eintretende Trübung der Lösung oder die 
Präzipitation des Proteins protokolliert. Dazu wurden die Kristallisationsansätze unter einem 
Mikroskop (Olympus) bei 40 facher Vergrößerung durch einen Polarisationsfilter hindurch 
betrachtet. Die Ansätze wurden nach 2-3 Tagen erneut und danach etwa einmal pro Woche 






3.1 Klonierung und Sequenzierung des kompletten Nicotinat-Locus  
 
Im Rahmen der vorliegenden Doktorarbeit sollte das komplette Gen-Cluster des Nikotinat-
Locus aus Eubacterium barkeri kloniert und identifiziert werden. Die Klonierung und 
Sequenzierung des Nicotinat-Locus war die Vorraussetzung zur Expression der Gene in E. 
coli. Aus früheren Arbeiten war die DNA Sequenz eines 3,7 kb PstI Fragments bekannt [54, 
81]. Dieses Fragment enthielt die mgm und mii Gene, kodierend für die 2-Methylenglutarat-
Mutase und Methylitaconat-Isomerase sowie zwei unvolständige Leseraster an den 5’- und 
3’-Seiten. Die Klonierung erfolgte über Hybridisierung einer Digoxigenin markierten Sonde 
unter Benutzung einer eingeschränkten Genbank. Als Oligonukleotid Sonde wurde ein PCR 
Fragment verwendet. Die degenerierten Primer für die PCR waren von Sequenzen des 
Aminoterminus und eines internen Peptids der 2-Methylenglutarat-Mutase abgeleitet. 
Da in viele Fällen Gene für Stoffwechselwege in Gen- clustern vorliegen, wurden benachbarte 
Bereiche kloniert und sequenziert. Dazu wurden mit Hilfe des λ ZAP-Express-Systems 
(Stratagene) nach dem Protokoll des Herstellers drei chromosomale λ-Phagen-Genbänke von 
E. barkeri hergestellt (Material und Methoden). Dieses System enthält ein in den Phagen 
integriertes, vom pBluescript abgeleitetes pBK-CMV-Phagemid, in das die mit 
Restriktionsenzymen geschnittene genomische DNA kloniert werden kann. Die λ-Phagen-
Bank wurde nach Transfektion von E. coli über Southern Hybridisierung der entstandenen 
Phagenplaques durchsucht. Die Phagen DNA wurde dann mit Hilfe des Helferphagen f1 in 
vivo in das pBK-CMV-Phagemid umgewandelt. Nach erfolgreichen Excission und 
Zirkularisierung sind die Zellen, die diesen Vektor tragen, gegen Kanamycin resistent. 
Plasmide wurden isoliert und nach Restriktionsverdau und Southern Hybridierung auf die 
Anwesentheit des gewünschten DNA Fragments überprüft. 
Für die Klonierung des Nicotinat-Locus wurde zwei Genbänke benutzt, welche EcoRI, oder 
BamHI/BglII-verdaute E. barkeri DNA enthielten. Über Restriktionskartierung mit Southern 
Hybridisierung von chromosomale DNA wurde bestimmt, welche Restriktionsenzyme 
geeignete Fragmente lieferten. Obwohl theoretisch bis zu 10 kb chromosomale DNA in den 
λ-Phagen kloniert werden kann, hat es sich erfahrungsgemäß in unserem Labor und in dieser 
Doktorarbeit ergeben, dass eine Größe bis 6 kb am besten funktioniert. Durch Klonierung von 
überlappenden DNA-Abschnitten kann auf diese Weise ein größerer Abschnitt sequenziert 




Enden des bereits bekannten PstI Fragments und aus weiteren klonierten Fragmenten 
ermittelt. Während der Arbeit hat sich zusätzlich die direkte genomische Sequenzierung 
bewährt, falls in den angefertigten Genbänken keine überlappenden Fragmente zur Verfügung 
standen. Diese Methode lieferte die Möglichkeit, in der gleichen Genbank das nächste 
Fragment zu suchen. 
 
3.1.1 Klonierung der EcoRI Fragmente mit Sonden von den äusseren 
Enden des PstI Fragments 
Zwei Sonden, die den 5’- und 3’-Enden des bekannten PstI Fragments entsprachen, wurden 
mittels PCR hergestellt. Als Primer dienten NE01_for und NE01_rev für die 5' Sonde C und 






















Abb. 3.1: Southern Blot mit genomischen Restriktionsfragmenten von E. barkeri. 
Genomische DNA von E. barkeri wurde mit verschiedenen Restriktionsenzyme verdaut, in einem 
Agarosegel elektrophoretisch aufgetrennt und auf eine Nylon Membran geblottet. Die Membran wurde 







Sonde BB: bp 458-753
EcoRI (1500) bp
SacI (4121 ± 100) bp
HincII (5129 ± 120) bp 
EcoRV (1556 ± 40) bp 
KpnI approx. 18 kbp
BamHI 18 kbp
SalI (5559 ± 300) bp 
SmaI (1567 ± 50) bp
and (260 ± 50) bp 
- (3303 ± 100) bp
- (466) bp 






















































- (556 ± 40) bp
– (2384 ± 300) bp
– (979 ± 50) bp
Sonde C: bp 7 - 461 Sonde G: bp 3205 to 3687 
EcoRI (4870 ± 50) bp + (2200 ± 50) bp 
EcoRV (2500 ± 200) bp + (327 ± 200) bp
HincII (3000 ± 200) bp + (2593 ± 200) bp
KpnI (1800 ± 200) bp + (900 ± 200) bp
SalI (7500 ± 1000) bp 
ClaI (1250 ± 100) bp– (452 ± 100) bp
Eco31I (2600 ± 100) bp– (485 ± 100) bp
ClaI (2800 ± 200) bp (0 ± 200) bp
SacII (4600 ± 400) bp + (2992 ± 400) bp
Eco31I (7500 ± 1000) bp
SacII >25 kbp 







(1000 ± 200) bp
(0 ± 200) bp
SacII /Bgl1I (6800 ± 500) bp
– (4700 ± 500) bp
SacII /Hind1II (3800 ± 300) bp– (1700 ± 300) bp
SacII /XbaI (11000 ± 1500) bp
SacII /ApaI (2600 ± 200) bp– (519 ± 200) bp
ApaI (6500 ± 800) bp + (2222 ± 800) bp
SspI (2900 ± 200) bp– (1809 ± 200) bp
SspI (3500 ± 500) bp + (2422 ± 500) bp
orf mgm mii mgmL
 
 
Abb. 3.2: Restriktionskarte im Bereich des PstI Fragments. Die Karte konnte aus den 
Ergebnissen der Southern Blots (Sonde C vorherige Abb. 3.1, Daten mit Sonde G [62] und Sonde B, 
[81] abgeleitet werden. Im unterem Teil der Abbildung sind die Fragmente zu sehen. Im oberen Teil 




verschiedenen Restriktionsenzymen vollständig verdaut worden war, wurde nach 
Elektrophorese auf Nylon-Membranen übertragen (Southernblot) und mit der Sonde C (siehe 
Abb. 3.1 für ein Beispiel) bzw. Sonde G (Abb.4.1 in [62]) hybridisiert. Die hybridisierenden 
Banden wurden über eine Farbreaktion detektiert. Gleichzeitig war diese Hybridisierung eine 
Gelegenheit, die Funktionsfähigkeit der Sonden zu überprüfen. An Hand dieser Blots und 
Daten von Beatrix [81] ließ sich eine Karte der Restriktionsmarker erstellen (Abb. 3.2). Die 





Tab. 3.1: Größe der DNA-Fragmente, die in genomischen Totalverdaus von E. barkeri-




EcoRI 1,5  
SacI 4,12  
HincII 5,1  
EcoRV 1,55  
KpnI 18  
BamHI 18  
SalI 5,5  
SmaI 1,56 und 0,26  
ClaI 1,25  
Eco31I 2,6  
SacII/BglII 6,8  
SacII/HindIII 3,8  
SacII/XbaI 11  
SacII/ApaI 2,6  
SspI 2,9  
 
Der Verdau mit EcoRI ergab geeignete Größen von mit Sonde C und G hybridisierenden 
Fragmenten. Die Größe mit Sonde C betrug 1,5 kb und mit Sonde G 4,8 kb. Deshalb wurde 
eine λ-Phagen EcoRI-Genbank von E. barkeri mit dem λ-Zap-Express-System erstellt und 
über Plaquehybridisierung mit den homologen Sonden durchgesucht. Zuerst wurde das 1,5 kb 
große Fragment kloniert, das mit Sonde C hybridisierte. Die Klonierung des 4,8 kb großen 
mit Sonde G hybridisierenden Fragments wurde auf ähnliche Weise parallel von Nadine 
Wagener durchgeführt und bereits in ihrer Diplomarbeit dargestellt [62]. 
Es wurden etwa 50.000 phagenplaques überprüft, von denen 15 mit Sonde C hybridisierten. 
Nach Verdünnung und in vivo Excission und Zirkularisierung zu pBK-CMV wurden die 
erhaltenen Plasmide mit EcoRI verdaut. Die verdaute DNA wurde dann elektrophoretisch im 




mit Sonde C hybridisiert. Alle diese Klone erwiesen sich nach Isolierung und Hybridisierung 
als positiv und enthielten jeweils ein mit Sonde C hybridisierendes Insert von 1,5 kbp.  
Zwei pBK-CMV Plasmide mit dem 1,5 kb Insert (1490 bp) wurden sequenziert. Beide 
Plasmide zeigten eine identische Sequenz des EcoRI Inserts. An der 3’-Seite des 1,5 kb 
Fragments konnten erwartungsgemäß die bereits im PstI Fragment vorhandenen Leseraster 
des mgm Genes und des 5’- von mgm gelegenen orfE identifiziert werden. Vor allem die 
Analyse der 464 Basenpaare 5’ von der PstI Schnittstelle war von Bedeutung, da sich damit 
herausstellte, ob eine weitere Klonierung in die 5’-Richtung sich lohnen würde. Mit Hilfe des 
Computerprogrammes DNASTAR sowie einer Datenbank-Suche unter Verwendung des 
BLAST-Algorhythmus [82] wurde eine Analyse durchgeführt. Es stellte sich heraus, dass 
orfE jetzt komplett sequenziert war (193 AA, 581 bp). orfE wies 45-55% 
Aminosäuresequenzidentität mit hypothetischen Genen auf (z.B. Blr3824 aus Bradyrhizobium 
japonicum). In den 259 Basenparen an der 5’-Seite von orfE lag ein weiteres Gen. Nach 
Übersetzung der meist am 5’-Ende gelegenen 226 Basenparen ergab sich eine 74 
Aminosäuren lange Sequenz eines C-terminalen Bereichs. Datenbank-Suche zeigte 36% 
Aminosäuresequenzidentität zu Proteinen, wie Bll3830 aus Bradyrhizobium japonicum. 
Dieses Protein sowie weitere Homologe zeigten im N-terminalen Bereich eine sehr deutliche 
Sequenz-Identität (24%) mit biochemisch charakterisierten Amidohydrolasen, wie Adenin-
Deaminase, Dihydroorotase und Urease. Da zu diesen Zeitpunkt mit der N-terminalen 
Sequenz der aus E. barkeri gereinigten Enamidase bei Datenbanksuche die gleichen 
Homologen (wie z.B. Bll3830) gefunden wurden (persönliche Mitteilung Dr. A.J. Pierik), 
wurde vermutet, dass dieses Gen (ena) die Enamidase kodiert. Um die vollständige 
Enamidase Sequenz zu ermitteln, wurde die weitere Klonierung in die 5’-Richtung des 1,5 kb 
EcoRI Fragments durchgeführt. Zusätzlich deuteten auch die Daten von Nadine Wagener [62] 
darauf hin, dass die Gene für den Nicotinat-Abbau in einem Cluster vorlagen. Sie 
identifizierte mit dem 4,8 kb EcoRI Fragment, das mit Sonde G hybridisierte, zwei Gene, 
mgmL und dml, die für eine potentielle 2-Methylenglutarat-Mutase Reaktivase und die 
Dimethylmalat-Lyase kodieren. Eine Übersicht über die mit Sonde C und G ermittelten Daten 













4,8 kb EcoRI Fragment (Sonde G)





Abb. 3.3: Übersicht über den bekannten PstI Abschnitt [81] und den ersten der zwei 
EcoRI Fragmente des Nicotinat-Locus. Das Gen ena kodiert für die Enamidase, orfE für 
ein unbekanntes Protein, mgm für die 2-Methylenglutarat-Mutase, mii für die 3-
Methylitaconat-Isomerase, mgmL für die Reaktivase oder den Stabilisierungsfaktor für Mgm 
und dml für die Dimethylmalat-Lyase. 
 
 
3.1.2 Klonierung des BglII-BamHI Fragments 
 
Um das komplette Enamidase-Gen zu klonieren, wurde eine neue DNA-Sonde aus dem 5’-
Ende des 1,5 kb EcoRI Fragment hergestellt. Dazu wurde das entsprechende pBK-CMV 
Plasmid mit EcoRI und BamHI verdaut und das 500 bp Fragment elektrophoretisch im 
Agarose-Gel aufgetrennt, aus dem Gel ausgeschnitten und mit Digoxigenin markiert. Die 
Sonde wurde K genannt. Mit Hilfe dieser Sonde wurden Southern Blots mit verdauter 
chromosomaler E. barkeri DNA durchgeführt. BglII und BamHI Einzelverdaus zeigten nur 
sehr große hybridisierende Fragmente (>10 kb). Aber beim Doppelverdau mit BglII und 
BamHI wurde ein mit der Sonde K positiv reagierendes 5,4 kb Fragment detektiert. Deshalb 
wurde eine BamHI/BglII λ-Zap-Express Phagen Genbank von E. barkeri angefertigt. Dazu 
wurde genomische DNA aus E. barkeri mit BamHI und BglII vollständig doppelverdaut und  
in die BamHI Stelle des λ-Phagen ligiert. Die mit BglII generierten Überhänge sind mit den 




Plaques isoliert. Nach Zirkularisierung zu pBK-CMV wurden 10 Klone isoliert und 
weitgehend durch Southern Hybridisierung mit Sonde K nach Restriktionsverdau 
charakterisiert. Diese Klone wurden AB-Klone gennant. Unerwarteterweise wurde jedoch 
nach PstI / XhoI Verdau nicht das gewünschte komplette 5,4 kb Fragment beobachtet. 
Trotzdem hybridisierten 3 der 5 pBK-CMV Plasmide mit Sonde K. Alle 5 Klone wurden 
sequenziert. Nach mühevoller Analyse stellte es sich heraus, dass im zentralen Bereichs des 
5,4 kb BglII/BamHI Fragments Deletionen aufgetreten waren (Abb. 3.4). Es gab auch Klone 
(z.B. AB4 und AB8), die nicht mit Sonde K hybridisierten, aber trotzdem zur 5’-Seite der 
hybridisierenden Klone identisch waren (z.B. AB5 und AB15). Deshalb wurde vermutet, dass 
die Deletionen bei der  Excission/Zirkularisierung aufgetreten waren. Für Klone mit BglII 5’- 
und BamHI 3’-Enden (wie AB5, AB6 und AB15) war es durch DNA-Sequenz Analyse 
möglich, dort aufs  Nukleotid genau die Stelle der Deletion zu definieren. Um den fehlenden 
zentralen Bereich zu klonieren, wurde dieser DNA Abschnitt mittels PCR amplifiziert. Als  
Primern dienten intakte nicht durch Deletionen beeinträchtigte Sequenzen (Nic_21 und 
Nic_22). Ein 3,1 kbp PCR-Produkt wurde mit einem präparativen Agarosegel gereinigt, 
extrahiert und durch TOPO-TA-Klonierung in den pCR2.1-Vektor kloniert. Klon AC9 (PCR 
mit Taq-Polymerase) und Klon AG3-5 (PCR mit PfuHotstart) wurden mit Standardprimern 
und weiteren genspezifischen Primern sequenziert. Die zusammengestellte DNA-Sequenz der 
AB Klone aus der Phagenbank und der AC9/AG3-5 Klone (PCR) ergab ein vollständige 
Sequenz von 5406 bp mit Restriktionsschnittstellen, die mit den Southern Blots von 
chromosomaler DNA übereinstimmten. Bei der Klonierung der PCR Fragmente des zentralen 
Bereichs des BglII/BamHI Fragments wurden keine Deletionen beobachtet. 
 
3.1.3 Analyse der DNA-Sequenz des BglII-BamHI Fragments 
 
Dieses Fragment trug fünf offene Leserahmen (ORF): ena, orfD, ndhM, ndhL und ndhS (siehe 
Abb. 3.4). Das Strukturgen für Enamidase konnte in diesem Fragment vollständig kloniert 
und sequenziert werden. Die abgeleitete Aminosäurensequenz stimmte mit den bereits 
sequenzierten N-terminus (SKTIIKNIGKIVSGDIKSPVLQADTIV, Aminosäure 2-28), und 
den beiden internen Peptidsequenzen (DAGDATIIDAAGSTVTPGLLDTHV, Aminosäure 
45-68; VIFGNDAPSGTGLIPLGILR, Aminosäure 271-290) perfekt überein. Das zweite 
Leseraster orfD kodiert für einen Membranprotein, das 50% Sequenzidentität zu PfoSR 
aufweist, ein Protein, das an der Regulation von Perfringolysin beteiligt ist [83]. Die 
Leseraster ndhL und ndhM sind Gene, die für zwei der vier strukturellen Nicotinat-
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Abb. 3.4: Organisation der isolierten Gene in BglII-BamHI Fragment 
(siehe Text für die schräg gestrichelte Deletionen im BglII-BamHI Fragment) 
 
In Abb. 3.4 ist die genetische Organisation der isolierten chromosomalen DNA-Region aus E. 
barkeri im Phagmid und Topo-kloning-Vektor dargestellt, sowie die Lage und Orientierung 
der Gene. Nicotinat Dehydrogenase aus E. barkeri besteht aus 4 Untereinheiten [20]: NdhM 
(middle), NdhL (large-), NdhS (small-) und NdhF (flavin-Protein). Ein Vergleich der 
abgeleiteten Proteinsequenzen von NdhL und NdhM mit den in der Datenbank am NCBI 
vorhandenen, bekannten Sequenzen zeigte Homologie mit diversen Molybdopterin-
enthaltenden Dehydrogenasen. Die beste Aminosäuresequenzidentität für NdhL (41%) zeigte 
sich mit dem N-terminalen Bereich (Aminosäure 1-420) von Bacillus subtilis PucD und der 
Molybdopterin Untereinheit einer Xanthin-Dehydrogenase [84]. Für NdhM war dies 42% mit 
dem C-terminalen Bereich (Aminosäure 448-774) von mll4880, ein Gen aus Mesorhizobium 
loti, annotiert als Aldehyd-Oxidoreduktase. NdhL zeigte 38% Aminosäuresequenzidentität 




Dehydrogenasen besitzt die Nicotinat-Dehydrogenase aus E. barkeri zwei getrennte 
Molybdopterin Untereinheiten und ist nicht die Folge von Proteolyse. 
Am 5’-Ende lag ein unvollständiges Leseraster (NdhS, 397 bp) mit 48-55 % 
Aminosäuresequenzidentität zu 2 x [2Fe-2S] Cluster Untereinheiten von Molybdopterin-
enthaltenden Dehydrogenasen. Es wurde vermutet, dass dieses Leseraster für die kleine 2 x 
[2Fe-2S] Untereinheit der Nicotinat Dehydrogenase kodierte. 
 
3.1.4 Klonierung des BglII - BglII -Fragments 
 
Nach der Sequenzierung des BglII-BamHI Fragments wurde ein weiteres Fragment in 5’-
Richtung kloniert. Jedenfalls befindet sich dort der fehlende Teil des ndhS Gens und 
möglicherweise weitere Nicotinat Fermentationsgene, wie z.B. das Gen für die vierte Flavin-
Untereinheit (ndhF). Für die Suche nach den weiteren Nicotinat-Fermentationsgenen war 
leider die EcoRI-Phagenbank nicht geeignet, da mit einer 600 bp Sonde des 5’-Endes vom 
BglII-BamHI Fragments in Southern-Blots nur ein zu großes EcoRI-Fragment (8 kbp) 
hybridisierte. Nach BamHI Einzelverdau wurde ein 10,5 kbp Fragment beobachtet. Das 
bedeutete, dass man in der BglII-BamHI Genbank möglicherweise ein 10,5-5,4 = 5,1 kbp 
Fragment suchen sollte. Für dieses Fragment bräuchte man jedoch eine Sonde an der 5’ Seite 
der BglII Schnittstelle, wofür noch keine Sequenzinformation zur Verfügung stand. 
Um Sequenzinformation zu ermitteln, wurde für die Ableitung einer Sonde ein neues 
Verfahren benutzt: die direkte genomische DNA Sequenzierung [70], die bei der Firma 
GATC mit einzelnen Primern in 5’-Richtung durchgeführt wurde. Dazu wurde sehr saubere 
konzentrierte E. barkeri DNA verwendet. Obwohl die Qualität solcher Sequenzierungen 
deutlich niedriger war als die reguläre Sequenzierung klonierter Plasmide, reichte die zur 
ableitung von Primern ermittelte Sequenz, mit denen mittels PCR die neue Sonde T 
hergestellt werden konnte. 
Nach Isolieren des PCR Fragments (500 bp) wurde dieses mit Digoxigenin markiert und zum 
Durchsuchen der bereits zur Verfügung stehenden BamHI/BglII λ-Zap-Express Phagenbank 
benutzt. Die Phagen-Klone wurden isoliert, rezirkularisiert, geschnitten, gelelektrophoretisch 
aufgetrennt und positive Fragmente mittels Southern-Hybridisierung mit Sonde T ermittelt. 
Durch dieses Verfahren wurden 8 Klone isoliert, die mit Sonde T ein Signal gaben. Alle 
Klone zeigten bei Verdau mit PstI das gleiche Muster: eine 5 kbp Bande für den linearisierten 




Sequenz. Nach Übertragen auf Nitrocellulose und Hybridisierung mit der Digoxigenin 
markierten Sonde T zeigte die 1,8 kbp Bande eine positive Reaktion. 
 
 
3.1.5 Analyse der DNA-Sequenz des BglII-BglII Fragments 
 
Es zeigte sich, dass das klonierte Fragment ein 4221 bp langes BglII - BglII Fragment war. An 
der 3’-Seite wurde die bereits mit direkter genomischer Sequenzierung ermittelte Sequenz 
gefunden. Da befand sich der restliche N-terminale Teil von ndhS und, wie vermutet, das 
ndhF-Gen, das für die Nicotinat-Dehydrogenase Flavin-Untereinheit kodiert. Die N-terminale 
Sequenzen der NdhS und NdhF Genprodukte stimmten mit den experimentell bestimmten N-
terminalen Sequenzen überein [20]. NdhF hat 31 % Aminosäuresequenzidentität zu XdhB, 
der FAD-bindenden Untereinheit der E. coli Xanthin-Dehydrogenase. An der 5’-Seite von 
ndhF lag ein Gen, das für ein Protein kodiert, das 40 %  Aminosäuresequenzidentität zur 3-
Hydroxyisobutyrat-Dehydrogenase aus Pseudomonas putida [85] und 37 % zur Tartronat-
Semialdehyd-Reduktase aus E. coli [86] hat. Die Ähnlichkeit der Substrate dieser Enzyme mit 
2-Formyl- und 2-(Hydroxymethyl)glutarat gab den klaren Hinweis, dass dieses Gen (hgd) für 
die 2-(Hydroxymethyl)glutarat-Dehydrogenase (siehe Abb. 3.5) kodiert. Durch heterologe 
Expression und Aktivitätsbestimmungen wurde diese Annahme im weiteren Verlauf der 
Doktorarbeit bestätigt. In der Mitte des BglII-BglII Fragments liegt ein unbekanntes Gen, 
orfC, mit 24-29 % Aminosäuresequenzidentität zu hypothetischen Genen (z. B. Blr3823 aus 
Bradyrhizobium japonicum). 
Am extremen 5’-Ende des Fragments wurde ein Gen gefunden, das für ein Protein von 499 
Aminosäuren (19 Cysteine) kodiert. Eine Aminosäuresequenzidentität von 40-43% wurde mit 
hypothetischen Proteinen aus Silicibacter pomeroyi, Bradyrhizobium japonicum (Blr3822) 
und anderen Organismen beobachtet. Das wichtigste Ergebnis war jedoch die eindeutige 
Identifikation des Strukturgens (hnr)  der 6-Hydroxynicotinat-Reduktase. Am Anfang meiner 
Doktorarbeit wurde 6-Hydroxynicotinat Reduktase durch Edman-Abbau N-terminal 
sequenziert. Diese Sequenz (MFKIDEEKCKKCRMXVKEXPVHAVYY) und die des hnr 
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Abb. 3.5: Organisation der isolierten Gene in BglII-BglII Fragment. 
 
 
3.1.6 Klonierung und analyse des 5’-Endes des BglII-BglII Fragments 
 
Nach der positiven Erfahrung mit der direkten genomischen DNA Sequenzierung wurden 
ausgehend vom 5’-Ende des BglII-BglII Fragments von der Firma GATC noch sechs weitere 
Schritte in die 5’-Richtung durchgeführt (insgesamt ca. 3 kbp). Diese Sequenzen zeigten zwei 
BamHI und eine EcoRI Schnittstelle an der 5’-Seite und deuteten an, dass die Benutzung der 
Phagenbänke nicht sinnvoll war. Deswegen wurde der DNA Bereich, der mit genomischer 
Sequenzierung bestimmt war, durch PCR mit PfuHotstart in zwei Abschnitten amplifiziert 
(Klon AI und AQ, siehe Abb. 3.6), und in den pCR-Vektor kloniert und doppelsträngig 
sequenziert. Im neuen Bereich waren 2 vollständige Gene vorhanden. NicR kodiert für ein 
Protein mit 35% Aminosäuresequenzidentität zu CAC2394, ein Transkriptionsregulator der 
LysR Familie aus Clostridium acetobutylicum. Da Regulatoren für den Aromatenabbau oft 
direkt neben, aber in umgekehrten Richtung zu den zu regulierenden Transkripten vorliegen 




Nicotinatfermentationsgene beteiligt. OrfB hat 30 % Aminosäurensequenzidentität zu einen, 
als cobW annotierten Gen, das an der Cobalamin Biosynthese beteiligt ist. Schließlich lag am 
extremen 5’-Ende noch der N-terminale Bereich eines partiellen Leserahmens (orfA) mit 26 
% Aminosäurensequenzidentität zu MtbA, einer Methylcobamid:CoM Methyltransferase aus 
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Abb. 3.6: Organisation der isolierten Gene 5’ vom BglII-BglII Fragment. 
 
 
3.1.7 Klonierung des 2,3 kb EcoRI Fragments 
 
Es wurde weiter nach Nicotinat Fermentationsgenen in die 3’-Richtung gesucht. Da in 
Southern Blots bei BamHI/BglII Verdau nur ein sehr großes Fragment mit Sonde G 
hybridisierte, wurden bei der Firma GATC mit Hilfe der Sequenz des bereits bekannten 
Strukturgens dml [62] zwei direkte genomische DNA Sequenzierungschritte in die 3’-
Richtung durchgeführt. Mittels PCR mit PfuHotstart wurden einige DNA Fragmente 
amplifiziert und in dem pCR-Vektor kloniert. Diese neuen Klone wurden sequenziert (AD 
Klone, Abb. 3.7). Klon AD10 (Primer Nico_25for und Nico_27rev) wurde mit EcoRI 
verdaut, das 574 bp DNA Fragment aus dem Agarosegel ausgeschnitten und für die Dig-
Markierung (Sonde M) benutzt. Mit Hilfe dieser neuen Sonde M wurde die bereits 












































Abb. 3.7: Organisation der isolierten Gene in den EcoRI Fragmenten 
 
3.1.8 Analyse des 2,3 kb EcoRI Fragments 
 
Zur Identifizierung positiver λ-ZAP-Express-Klone, die die gesuchte Sequenz enthalten, 
wurde die DNA von etwa 40.000 Phagenklonen der EcoRI-Genbank auf Nylonmembranen 
übertragen und mit Sonde M hybridisiert. Es konnten 6 positive Klone (AE) detektiert 
werden. Die isolierten Klone wurden zu Phagmiden cyclisiert und mit EcoRI verdaut. Hierbei 
zeigte sich, dass es sich beim isolierten Fragment um eine chromosomale E. barkeri-Region 
mit einer Größe von 2.289 bp handelt. Zwei neue Leserahmen wurden identifiziert. Der erste 
Leserahmen (471 Aminosäuren) fing bereits im 4849 bp EcoRI Fragment von Nadine 
Wagener [62] an. Er wurde damals noch nicht erkannt, weil nur 82 bp zur Verfügung standen. 
Die anschließende Analyse der abgeleiteten Proteinsequenz zeigte, dass der N-terminale 
Bereich (Aminosäure 1-280) eine Aminosäuresequenzidentität von 23-26% mit der α-
Untereinheit der [4Fe-4S] Cluster enthaltenden L-Serin-Dehydratasen hatte [30,31,88]. Der 




Serin-Dehydratase eliminiert Wasser aus einer 2-substituierten 3-Hydroxysäure. Diese 
Reaktion ist ähnlich zu Eliminierung von Wasser aus 2-(Hydroxymethyl)glutarat zu 2-
Methylenglutarat. Deswegen wird postuliert, dass dieser Leserahmen die 2-(Hydroxymethyl)-
Glutarat-Dehydratase (Hmd) kodiert.  
Nach eine relativ langen intergenen Region (366 bp) folgte die N-terminale Region eines 
Leserahmens (198 Aminosäuren) mit 60-73 % Aminosäuresequenzidentität zu als 
Isopropylmalat-Isomerase annotierten Genen. Die Identität mit bekannten biochemisch 
charakterisierten bakteriellen Isopropylmalat-Isomerasen ist niedriger (22-27 %). Die 
Stereochemie der Hydratisierung von 2,3-Dimethylmaleat zu (2R,3S)-Dimethylmalat [58] ist 
identisch zur Hydratisierung von Isopropylmaleat zu (2R,3S)-3-Isopropylmalat durch die 
Isopropylmalat-Isomerase. Da zusätzlich bekannt ist, dass die Dimethylmalat-Dehydratase 
wie die Isopropylmalat-Isomerase ein durch Eisen zu aktiviertendes labiles Enzym ist [89], 
wird angenommen, dass dieser Leserahmen für die Dimethylmalat-Dehydratase (DmdA) 
kodiert. 
 
3.1.9 Klonierung des extremen 3’-Endes 
 
Ausgehend vom 2.289 bp EcoRI Fragment (AE Klon) wurden in 3’-Richtung vier weitere 
direkte chromosomale Sequenzierungsschritte durchgeführt. Mittels PCR mit PfuHotstart 
wurden drei Fragmente in den pCR-Vektor kloniert (Klon AH1, AH4 und AJ1/2c) und 
sequenziert (siehe Abb. 3.7). Die neue Sequenz vervollständigte die Sequenzierung von dmdA 
(420 Aminosäuren) und identifizierte einen kleineren Leserahmen (163 Aminosäuren) direkt 
an der 3’-Seite von dmdA. Dieser hatte 60-68 % Aminosäurensequenzidentität zu der kleinen 
Untereinheit, die mit den DmdA-homologen Isopropylmalat-Isomerase assoziert ist. Dieses 
Gen entspricht wahrscheinlich der zweiten Untereinheit der Dimethylmalat-Dehydratase und 
wurde deswegen als dmdB bezeichnet. 
Eine weitere direkte genomische DNA Sequenzierung an der 3’-Seite von dmdB war wegen 
des hohen GC-Gehalts in diesem Bereich fehlgeschlagen. Durch PCR mit einem 
genspezifischen Primer an der bekannten Seite und einen sogenannten Annealing-Control 
Primer [71] konnte jedoch mit Taq Polymerase ein überlappendes weiteres 1,3 kbp Fragment 
isoliert und sequenziert werden. Dieser Sequenzbereich wurde mit PCR (Primer 
Nico112_iPCR und Nico117_rev) amplifiziert und in den pCR-Vektor kloniert (AR Klon, 
siehe Abb. 3.7). Im Vergleich zu Klon AJ1/2c wurden keine Abweichungen beobachtet. Im 




gefunden. Am extremen Ende lag der N-terminale Teil eines Leserahmens (orfG), das für ein 
Protein mit 61-65 % Aminosäuresequenzidentität zu clostridiellen Elektrontransfer- 
Untereinheiten kodiert. Solche Untereinheiten sind oft mit Glutamat-Synthase, Hydrogenase 
oder Dihydroorotat-Dehydrogenase assoziert. 
 
3.1.10 Zusammenfassende Überblick über die klonierten Gene 
 
Tab. 3.2. Übersicht über die klonierte Gene des Nicotinat-Locus von E. barkeri 
 
Gen (vorgeschlagene) Funktion Beschreibung, Beweis, N-Terminal Identität 
orfA ? Methyltransferase 26 % id. zu Gen annotiert als 
Methylcobamid:CoM Methyltransferase 
orfB ? Cobalamin Biosynthese  30% id. zu Gene annotiert als cobW 
nicR Regulator 35% id. zu clostridiellen regulatorischen Proteinen 
(wie LysR) 
hnr 6-Hydroxynicotinat-Reduktase Strukturgen, bestätigt durch Reinigung und N-
terminale Sequenz [27] 
hgd 2-(Hydroxymethyl)glutarat- 
Dehydrogenase 
40% id. zu 3-Hydroxyisobutyrat-Dehydrogenase 
und 37% id. zu Tartronat-Semialdehyd-Reduktase 
orfC unbekannt 31% id. mit Blr3823 
ndhF Nicotinat-Dehydrogenase, 
Flavoprotein Untereinheit 
Strukturgen, bestätigt durch N-terminale Sequenz 
[20] 
ndhS Nicotinat-Dehydrogenase, [FeS] 
Protein Untereinheit 








Strukturgen, bestätigt durch N-terminale Sequenz 
[20] 
orfD Membran Protein 50% id. zu pfoSR Gen, beteiligt an Regulation von 
Perfringolysin 
ena Enamidase Strukturgen, bestätigt durch Reinigung und 
Sequenzierung des N-Terminus und 2 internen 
Peptiden 
orfE unbekannt 55% id. zu Blr3824 protein 
mgm 2-Methylenglutarat-Mutase Strukturgen, kloniert und exprimiert [32] 
mii 3-Methylitaconat-Isomerase Strukturgen, kloniert und exprimiert [54] 
mgmL Reaktivase oder 
Stabilisierungsfaktor für Mgm 
Strukturgen, ähnlich wie Diol-Dehydratase - 
Reaktivase, hat ATP-Bindestelle, kloniert und 
exprimiert 
dml (2R,3S)-Dimethylmalat-lyase Strukturgen, kloniert und exprimiert [62] 
hmd 2-(Hydroxymethyl)-Glutarat 
Dehydratase 
23-26% id. zu α-Untereinheit der [4Fe-4S]-
enthaltenden labilen Serin-Dehydratasen 
dmdAB (2R,3S)-Dimethylmalat-
Dehydratase 
60-73% id. zu als Isopropylmalat-Isomerase 
annotierten Genen 
orfF unbekannt Kein Ähnlichkeit zu bekannte Gene 





3.2 6-Hydroxynicotinat-Reduktase enthält kovalent-gebundenes Flavin 
 
Bei Beleuchtung mit UV-Licht von ungefärbten SDS-Gelen der 6-Hydroxynicotinat-
Reduktase (HNR) wurde Fluoreszenz an der Stelle der Protein-Bande detektiert (siehe 
Abb.3.8). Diese Beobachtung bestätigt die Anwesentheit von kovalent gebundenen Flavin in 
der 6-Hydroxynicotinat-Reduktase [27]. 
Zur Bestimmung der Seite des kovalenten geboundenen Flavin von HNR wurde zunächst die 
proteolytische Spaltbarkeit des Proteins durch reduktive Carboxymethylierung erhöht. Aber 
Probleme der Löslichkeit nach Carboxymethylierung der 6-Hydroxynicotinat-Reduktase 














Abb. 3.8: SDS-PAGE von 6-Hydroxynicotinat-Reduktase: Beide Spuren an der linke Seite 
sind vom Coomassie-gefärbtem SDS-gel (M, Standard Proteinmarker; Hnr, gereinigte 6-
Hydroxynicotinat-Reduktase). An der rechte Seite, gereinigte 6-Hydroxynicotinat-Reduktase 
nach SDS-PAGE, photographiert unter UV-Beleuchtung. 
 
3.3 Heterologe Überexpression der N-terminalen Strep-tagged ena, hgd, 
hmd und hnr Gene in E.coli 
 
Für die Expression der Gene in E. coli wurde das Strep-tag II-System verwendet, wodurch 
sich das erhaltene Protein über eine Affinitätsreinigung-Säule aufreinigen ließ. Die Gene 




Methoden) aus der chromosomalen DNA von E. barkeri amplifiziert. Die Primer wurden an 
den Enden durch Anfügen von Restriktionsschnittstellen modifiziert. Die amplifizierten DNA 
Fragmente (hgd, hnr und hmd) wurden über Agarose Elektrophorese gereinigt, mit der 
Restriktions-Endonuklease BsaI verdaut, und in den mit BsaI geschnittenen pPR-IBA2 
Vektor kloniert. Für ena wurde das isolierte PCR Produkt mit den Restriktions-
Endonukleasen BamHI und KspI doppelverdaut und in den mit BamHI/KspI geschnittene 
pPR-IBA2 Vektor kloniert. Nach Identifikation von positiven Klonen durch 
Restriktionsverdau wurden die angefertigten Konstrukte mittels Sequenzierung überprüft. Im 
Vergleich zu den aus Phagenbanken und mit PCR ermittelten Sequenzen wurden keine 
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Abb. 3.9 : SDS-PAGE: Expression des hnr-Gens. Spur M: Proteinmarker; 1: Expressionsklon vor 
Induktion 2.:Zellfreier Extrakt 3h nach Induktion; 3: resuspendiertes Pellet in (Puffer W) 3h nach Induktion 
 
transkriptionellen Kontrolle des Isopropyl-β-D-Galaktosid (IPTG) induzierbaren T7-
Promotor/Operators. Durch die sich an den T7-Promotor/Operator anschließende 
Ribosomenbindestelle wird die Initiation der Translation gewährleistet. Die Expression von 
Genen im mit den entsprechenden Plasmiden transformierten E. coli-Stamm BL21 wurde 
durch Zugabe von 0,5 bis 3 mM IPTG induziert. Der Nachweis der Expressionsprodukte 
erfolgte durch SDS/PAGE von in Probepuffer aufgekochten ganzen Zellen vor und nach 
Induktion. Zusätzlich wurden induzierte Zellen mit Ultraschall aufgeschlossen und mit 
Ultrazentrifugation fraktioniert. Die lösliche Fraktion wurde mit Affinitätschromatographie 




der Enamidase und 2-(Hydroxymethyl)glutarat-Dehydrogenase war erfolgreich und wird in 
den nachfolgenden Kapittel dargestellt. Leider waren die Ergebnisse mit Expression von hnr 
und hmd vor allem in Hinsicht auf Löslichkeit der Expressionsprodukte bisher noch nicht 
positiv. Trotz viele Versuche mit unterschiedlichen Wachstumsbedingungen (Temperatur, 
aerob/anaerob) und Induktion (Zeitpunkt der Induktion, Länge der Induktion, IPTG 
Konzentration) wurde nur unlösliches Hnr und Hmd isoliert (siehe Abb. 3.9 als Beispiel für 
Hnr). Die Proteine häuften sich anscheinend als Einschlusskörperchen (Inclusion Bodies) in 




3.4.1 Expression des ena Gens in E. coli und Reinigung der Enamidase 
 
Nach mehreren Versuche stellte sich heraus, dass die optimale Ausbeute von löslicher N-
terminal Streptagged Enamidase durch Induktion mit 1,5 mM IPTG und Wachstum für 3 
Stunden bei 30 °C erzielt wurde. Pro Liter Expressionskultur konnten ca. 10 mg Protein 
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Abb. 3.10 : SDS/PAGE, Überproduktion und Reinigung von Enamidase: Der pBR-IBA2 
Vektor mit kloniertem Ena-Gen wurde in den Expressionsstamm E. coli BL21 (DE3) transformiert. Von diesen 
Zellen wurde einen Flüssigkultur gezogen, die nach Erreichen einer OD600 = 0,6 mit 1,5 mM IPTG induziert 
wurde. Zu verschiedenen Zeitpunkten wurden Proben entnommen. Spur 1: Expressionklon vor Induktion; 2: 






Abb. 3.10 zeigt den Verlauf von Überproduktion und Reinigung auf SDS-PAGE. Für 
Kristallisation wurde die Enamidase mit Gelfiltration weiter über Superdex 200 gereinigt. Die 
in E . coli produzierte Enamidase eluierte wie das aus E. barkeri gereinigte Protein als 
Homotetramer. Mit MALDI-TOF Massenspektrometrie (Abb. 3.11) wurde eine 
Molekülmasse von 41.618 ± 100 Da für die N-terminal Streptagged Enamidase gemessen 
(berechnete Masse 41.650 Da, ohne N-terminales Methionin). 
 
 



















Abb. 3.11: Analyse von Enamidase durch MALDI/TOF Massenspektrometrie. Als 
Matrix wurde Sinapinsäure verwendet. Zusätzlich wurde ein Peak für das doppelt geladenene 
Ion bei m/z 20812 beobachtet  
 
3.4.2 Enamidase ist ein Metalloprotein 
 
Eine Datenbanksuche mit der kompletten Aminosäurensequenz der Enamidase gab 
Homologie zu vielen Enzymen, die zur Amidohydrolase Superfamilie gehören. Alle diese 
Enzyme zeigen 15-25% Identität mit der N-Terminalen Sequenz der Enamidase, und teilen 
ein konserviertes His-X-His Muster im N-Terminus, welches an der Bindung eines Metallions 
(Zn2+, Fe2+ oder Ni2+) beteiligt ist. Die Art dieses Metallions kann nicht aus der 
Primarsequenz ermittelt werden. Die meisten aber nicht alle Enzyme der Amidohydrolase 
Superfamilie haben ein binukleares Metallzentrum. Jedoch ist die Anwesentheit und Art des 
zweiten Metallions (Zn2+, Fe2+ oder Ni2+) durch niedrige Sequenzidentität nicht aus der 
Primärsequenz abzuleiten. Deswegen wurde für Enamidase aus E. barkeri und E. coli Eisen 




Präparationen enthielten 1,0-1,1 Fe und 0,8-1,0 Zn pro Monomer. Im sichtbaren Bereich 
zeigte die Enamidase keine ausgeprägte Absorption (Abb. 3.12). Es wurde jedoch beobachtet, 
dass die für die Kristallisation ankonzentrierte Enamidase Lösungen (20-40 mg/ml) ein 
leichte Gelbstich hatten. 
Mit Röntgenfluoreszenz-Emissionsspektroskopie wurde von einem Enamidase Einzelkristall 
Mikroelementanalyse gemacht. Mit dieser Methode können Elemente nach Anregung mit 
Synchrotronstrahlung über die beim Zurückfallen zum elektronischen Grundzustand 
freigesetzte Röntgenstrahlung detektiert werden. Jedes Element hat bei einer bestimmten 
Energie spezifische Emissionsbanden [90] und die Intensität der Emission ist ein Maßstab für 
die Konzentrationen (siehe z. B. [91]). Die Anwesentheit von Eisen und Zink wurde mit 
Röntgenfluoreszenz Emissionsspektroskopie bestätigt (Abb. 3.13). Deutliche Kα 
Emissionsbande bei 6,4 keV (Fe) und 8,6 keV (Zn) wurden detektiert, sowie schwächere 
Schultern für die entsprechenden Kβ Banden (7,1 keV für Fe, 9,6 keV für Zn). Obwohl eine 
exakte quantitative Auswertung zu weit führen würde, kann jedenfalls aus den Intensitäten 
der Emissionsbanden ein ungefähres stöchiometrisches Verhältnis von 1:1 für Fe und Zn 
abgeleitet werden. An der Position der Ni Kα Band (7,5 keV, siehe Pfeil in Abb. 3.13) wurde 
keine Emission wahrgenommen und damit die Anwesentheit von signifikante Mengen Nickel 





























Abb. 3.12 : UV/Vis-Spektrum von Enamidase aus E. coli. Das Spektrum wurde an einem 
Diodenarray Photometer (Zeiss, Jena) bei Raumtemperatur ermittelt. Die Probe enthielt 150 






















Abb. 3.13 : Röntgenfluoreszenz Emissionsspektrum von einem Enamidase 
Einzelkristall. 
Das Spektrum wurde gemessen nach Anregung mit Synchrotronstrahlung (13,6 keV) mit 
einem Fluoreszenzdetektor, Beamline BW6, DESY, Hamburg. 
 
3.4.3 Kinetik der Enamidase 
 
Bei neutralem pH hat THON ein Absorptionsmaximum bei 275 nm (ε = 11,2 mM-1cm-1). Das 
Produkt der Hydrolyse, 2-Formylglutarat, absorbiert in diesem Bereich nicht. THON- 
Hydrolyse konnte über UV-Spektralphotometrie bequem verfolgt werden (Abb. 3.14). Zuerst 
wurde THON verwendet, das enzymatisch, ausgehend von 6-Hydroxynicotinat, mit der 6-
Hydroxynicotinat Reduktase synthetisiert wurde. Die Verwendbarkeit von synthetischem 
THON in größeren Mengen vereinfachte die Messungen und ermöglichte eine weitere 
Charakterisierung. Da THON bei 275 nm zu stark absorbiert, um Messungen bei 
Konzentrationen über 0,2 mM in normalen Küvetten durchzuführen, wurde die Aktivität von 
Enamidase über die Absorptionsabnahme bei 307 nm (ε = 1,1 mM-1cm-1) und in Küvetten mit 
geringeren Schichtdicken (1, 2 und 5 mm) verfolgt. Die Messungen mit Schichtdicken von 1 
und 2 mm (THON Konzentration > 4 mM) erwiesen sich wegen der Bildung von 
























Abb. 3.14: Die Änderung der Abnahme von THON durch Zugabe von Enamidase. Die 
Spektren (von oben nach unten) werden 2, 6 und 24 Stunden nach Zugabe von 5 µg 



























Km = 6 mM














Abb. 3.15: Michaelis-Menten-Auftragung der spezifischen Enzymaktivität gegen die 
THON Konzentration. 
Die photometrische Test zur Ermittlung der Enamidase-Aktivität wurde in Quarzküvetten mit 
einer Schichtdicke von 1 bis 10 mm und in einem Volumen von 500 bis 800 µl durchgeführt 




verfolgt. Der Reaktionsansatz enthielt 50 mM CHES Puffer, pH 9,5, 1 bis 20 mM THON 
(Substrat) und 10 – 20 µg Enamidase. Die Testansätze wurden bei Raumtemperatur 
durchgeführt. Bestimmungen wurden für THON-Konzentrationen von 1 bis 20 mM 
durchgeführt. Trotz leichter Streuung der Daten in oberen Konzentrationsbereich konnte ein 
apparenter Km-Wert von 6 mM und ein Vmax von 57 U/mg bestimmt worden (Abb. 3.15). Für 
Enamidase isoliert aus E. barkeri wurde ein apparenter Km-Wert von 11 mM und ein Vmax von 
53 U/mg bestimmt. 
 
3.4.4 Bildung von THON (1,4,5,6-Tetrahydro-6-Oxonicotinat) durch 
Enamidase 
Enamidase katalysierte nicht nur die Hydrolyse von THON, sondern auch dessen Bildung. 
Dazu wurde die Gleichgewichtslage durch Zugabe von 200 mM (NH4)2SO4 verschoben (Abb. 
3.16). In Kontrollexperimenten wurde gezeigt, dass (NH4)2SO4 Zugabe nach Entfernung der 

































Abb. 3.16: Hydrolyse und Bildung von THON durch die Enamidase. Eine THON-Lösung (5mM in 
50 mM Kaliumphosphat Puffer, pH 7,4) wurde mit 10 µg Enamidase 110 min lang 




Auf Grund der Aminosäuresequenzidentität mit 3-Hydroxyisobutyrat-Dehydrogenase [92] 




Nicotinat-Locus von E. barkeri die 2-(Hydroxymethyl)glutarat-Dehydrogenase kodierte. In 
diesem Kapitel wird diese Vermutung durch heterologe Expression in E. coli, Reinigung und 
Charakterisierung der 2-(Hydroxymethyl)glutarat-Dehydrogenase Aktivität bestätigt. 
 
3.5.1 Expression des hgd Gens in E.coli und Reinigung der 2-
(Hydroxymethyl)glutarat-Dehydrogenase 
 
Das Wachstum von E. coli BL21, transformiert mit pPR-IBA2-hgd, war im Gegensatz zu den 
Beobachtungen mit ena komplizierter. Die Wachstumsrate, vor allem nach Induktion mit 
IPTG, war viel niedriger. In einigen Fällen wuchs die Kultur nach Induktion sogar nicht 
weiter. Es wurde Vermutet, dass die 2-(Hydroxymethyl)glutarat-Dehydrogenase in E. coli mit 
NAD+ und bestimmten Verbindungen toxische Aldehyd bildete. Mehrere Versuche mit 
verschiedenen IPTG-Konzentrationen, Wachstumtemperaturen und Zeiten scheiterten. Nur 
Induktion mit 3 mM IPTG und Inkubation für 15 h bei 30 °C führte zu weiteren Wachstum. 
Glücklicherweise war die überproduzierte N-terminale Streptagged 2-
(Hydroxymethyl)glutarat-Dehydrogenase löslich; jedoch war die Ausbeute durch das relativ 
schlechte Wachstum nur ca. 2 mg Protein pro Liter Expressionskultur. Der Verlauf von 
Überproduktion und Reinigung wird in Abb. 3.17 anhand von SDS-PAGE dargestellt. Mit 
MALDI-TOF Massenspektrometrie (Abb. 3.18) wurde eine Molekülmasse von 32.138 ± 100 
Da bestimmt und stimmte mit der berechneten Masse des N-terminales Streptagged Hgd von 
32.199 Da nach Entfernung des N-terminalen Methionins überein. 2-
























Abb. 3.17 : SDS-PAGE: Expression des Hgd-Gens. Spur 1: Expressionklon vor Induktion; 
2: Zellfreier Extrakt 3h nach Induktion; 3: Durchlauf; 4: Proteinmarker 5: die über Strep.tag 
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Abb. 3.18: Bestimmung der molekularen Masse der Hgd mit MALDI/TOF 




3.5.2 Kinetik der 2-(Hydroxymethyl)glutarat-Dehydrogenase 
 
Die Aktivität der gereinigten N-terminalen Streptagged Hgd wurde mit chemisch 
synthetisierten razemischen 2-(Hydroxymethyl)glutarat über die Reduktion von NAD+ zu 
NADH nm gemessen. Es stellte sich heraus, dass die mit Meldolablau und INT gekoppelte 
Aktivitätsbestimmung eine relativ hohe Hintergrund-Absorptionszunahme hatte. Aber es 
wurde beobachtet, dass die NADH Bildung (bei 340) pH 8,5 bis 10,5 auch ohne 
INT/Meldolablau stattfand. Die höchste Aktivität wurde in 0,1 M Glycin/NaOH bei pH 9,5 
gemessen. Das direkte Verfolgen der NADH Bildung ohne hohen Hintergrund war vor allem 
für die Messungen der Substratanaloga mit niedrigen Wechselzahlen (siehe unten) von 
Bedeutung. Hgd hat eine spezifische Aktivität von 83 U/mg und Km-Werte von 0,25 mM für 




Stereoisomer des 2-(Hydroxymethyl)glutarats benutzt und das falsche Stereoisomer nicht 
hemmt, könnte der Km-Wert für 2-(Hydroxymethyl)glutarat noch zweifach niedrig sein. Hgd 
ist NAD+ spezifisch: NADP+ zeigte weniger als 0,1% Aktivität. Die ermittelten Werte 






















Km     = 0,25 mM
















Abb. 3.19: Bestimmung des Km-Werts für das Substrat 2-(Hydroxymethyl)glutarat der 
HGD. Die Messungen wurden mit 0,2 µg 2-(Hydroxymethyl)glutarat-Dehydrogenase bei 
Raumtemperatur in 100 mM Glycin/NaOH, pH 9,5 mit 5 mM NAD+ durchgeführt (Volumen 
























Km  = 0,10 mM
Vmax = 83 U/mg
 
Abb. 3.20: Bestimmung des Km-Werts für das Substrat NAD+ der Hgd. Die Messungen 
wurden wie in Abb. 3.19 in Anwesentheit von 10 mM razemischem 2-
(Hydroxymethyl)glutarat durchgeführt.  
3.5.3 Bestimmung der kinetischen Parameter der 2- 
(Hydroxymethyl)glutarat-Dehydrogenase für weitere Substrate 
 
Die 2-(Hydroxymethyl)glutarat-Dehydrogenase gehört zur 6-Phosphogluconat-
Dehydrogenase / 3-Hydroxyisobutyrat-Dehydrogenase Familie [93]. In dieser Familie sind 
weitere Enzyme wie Serin-Dehydrogenase und Tartronat-Semialdehyd-Dehydrogenase 
vertreten, die 3-Hydroxysäuren mit NAD(P)+ zu 3-Ketosäuren oxidieren. Zur Überprüfung 
der Substratspezifizität der Hgd wurde eine Reihe von typischen Substraten für diese 
Enzymfamilie getestet. Zusätzlich wurde erwartet, dass über die Spezifizität der Hgd für 
einzelne Stereoisomere dieser (’nicht-natürlichen’) Substrate die Stereochemie des 
natürlichen Substrats 2-(Hydroxymethyl)glutarat abgeleitet werden konnte. Eine Synthese der 
reinen Stereoisomere von 2-(Hydroxymethyl)glutarat stand noch nicht zur Verfügung 
(persönliche Mitteilung Dr. D. Darley).  
Für die Aktivitätsmessungen mit potentiellen Substraten wurden üblicherweise bis 100-fach 
größere Mengen an Hgd benutzt, um eine hinreichende Empfindlichkeit zu gewährleisten. Ein 







































Abb. 3.21: Hgd zeigt Aktivität mit dem S- aber nicht mit dem R-Stereoisomer von 3-
Hydroxyisobutyrat. In einem Volumen von 1 ml wurde 5 mM NAD+, 100 mM 
Glycin/NaOH, pH 9,5 in Anwesentheit von 10 mM 3-Hydroxyisobutyrat inkubiert. Nach 1 
min wurde 2-(Hydroxymethyl)glutarat-Dehydrogenase (35 µg) zugegeben und die NADH 
Bildung über die Absorptionszunahme bei 340 nm verfolgt. 
 
In Tab. 3.2 sind die kinetischen Parameter der Hgd für 2-(Hydroxymethyl)glutarat und von 
drei aktiven Stereoisomeren von Substraten mit niedrigen Aktivität zusammengefasst (siehe 
Abb. 3.22 bis 3.24 für die Bestimmung der Parameter). Neben diesen Substraten wurde eine 
ganze Reihe von weitere Substanzen getestet, jedoch keine zeigte signifikante Aktivität (< 
0,02 U/mg bei 50 mM, siehe Tab. 3.3) 
 







2-(Hydroxymethyl)glutarat (razemisch) 83 0,25 
(S)-3-Hydroxyisobutyrat 0,057 4 
L-Serin 0,27 55 
































Km =  4 mM





























Abb. 3.22: Bestimmung des Km-Werts für das Substrat (S)-3-Hydroxyisobutyrat der 




















Km = 55 mM
















Abb. 3.23: Bestimmung des Km-Werts der Hgd für das Substrat L-Serin. 







Km = 55 mM
Vmax = 0,27 Um/mg
Km = 50 mM
























Km =  50 mM
















Abb. 3.24 : Bestimmung des Km-Werts der Hgd für das Substrat L-Glycerat. 
Siehe Abb. 3.21 für die Bedingungen. 
 
 
Tab. 3.3. Getestete Substrate mit der 2-(Hydroxymethyl)glutarat-Dehydrogenase, die keine 
















Beim Vorscreening mit der Sitting-Drop Methode am mikroskopische Kristallisationsroboter 
im sub-µl Maßstab konnte bereits nach wenigen Stunden in einigen der Kristallisationsansätze 




der insgesamt 480 Bedingungen Kristalle. Ein Kristall (Nextal Classic Screen, Bedingung Nr. 
70: 0,2 M Ammoniumsulfat; 0,1 M Natriumcacodylat, pH = 6,5; 30 % PEG 8000) wurde 
direkt in der Arbeitsgruppe Essen (Fachbereich Chemie, Uni-Marburg) unter Verwendung 
von Cu-Kα Strahlung vermessen und lieferte einen ersten Datensatz bis zu einer Auflösung 
von ca. 2,7 Å. Leider konnte das Phasenproblem nicht durch Molecular Replacement mit 
Strukturen anderer Amidohydrolasen gelöst werden (Mitteilung Prof. L.-O. Essen). 
Ausgehend von der erfolgreichen Kristallisationsbedingung, die zum 2,7 Å Datensatz führte, 
wurde anschließend ein Feinscreen zur Verbesserung der Kristallqualität durchgeführt. Dabei 
wurden in selbst angesetzten Lösungen systematisch pH-Wert (pH 5,5/6,0/6,5/7,0), 
Salzkonzentration (0,1/0,2/0,3 M Ammoniumsulfat) und Fällungsmittelkonzentration (10 bis 
30 % PEG 8000) mit der Hanging Drop Methode variiert. Außerdem wurden die 
Kristallisationsansätze bei verschiedenen Temperaturen (6 und 18 °C) inkubiert. Die besten 
Ergebnisse wurden bei einer Temperatur von 6 °C mit einer Kristallisationslösung erreicht, 
die 0,2 M Ammoniumsulfat und 17,5 % PEG 8000 enthielt. Als optimale pH-Werte wurden  
 
 
          A            B  
Abb. 3.25: Fotographien typischer Enamidasekristalle 
(A) nativer Kristall (ca. 0,1 mm in Längsrichtung) 
(B) Kristall der mit Selenomethionin markierten Enamidase (ca. 0,3 mm in Längsrichtung) 
Kristallisationsbedingung: 0,1 M Natriumcacodylat pH 6,5, 0,2 M Ammoniumsulfat, 17,5 % PEG 8000  
 
 
pH 6,5 (0,1 M Natriumcacodylat) bzw. 7,0 (0,1 M Tris-HCl) bestimmt, wobei jeweils 
Proteinlösungen mit einer Konzentration von 3 bis 8 mg/mL verwendet wurden (siehe Abb. 
3.25). 
Um das Phasenproblem zu lösen, wurde die Enamidase mit Selenomethionin markiert. Diese 
Markierung erlaubt nach Vermessen von Datensätzen mit Synchrotronstrahlung bei 
verschiedenen Wellenlängen die kristallographische Phaseninformation zu erhalten. Eine 
Voraussetzung für die Selenomethionin-Markierung war die bereits etablierte heterologe 




E. coli in einem Selenomethionin enthaltenden Minimalmedium kann diese Selenverbindung 
durch biologischen Einbau anstelle der natürlichen Aminosäure Methionin in Proteine 
eingeführt werden. Durch Inhibition der Methioninbiosynthese von E. coli BL21 mit einem 
Aminosäurengemisch (siehe Material und Methoden [94]) vor Zugabe von Selenomethionin 
wird die Einbau von nicht-markierten Methionin unterdrückt. 
Das Wachstum von E.coli BL21 pPR-IBA2-ena auf Minimalmedium vor Induktion war 
bereits bedeutend langsamer als bei der üblichen Expression im LB Medium. Nach Induktion 
mit 1,5 mM IPTG war das Wachstum noch langsamer und statt 3 Stunden bei 30 °C wurde 
deswegen 18 Stunden inkubiert. Pro Liter Expressionskultur konnten ca. 1,5 mg Enamidase 
isoliert werden. Dass die Selenomethionin Markierung tatsächlich gelungen war, zeigte das 
(parallel mit nicht-markierter Enamidase aufgenommene) MALDI-TOF Massenspektrum 
(Abb. 3.26). Statt 41.618 Da (Abb. 3.11) wurde eine Molekülmasse von 42.281 Da beobach- 
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Abb. 3.26: Analyse von Selenomethionin markierten Strep-tag-Enamidase durch 
MALDI/TOF Massenspektrometrie 
Als Matrix wurde Sinapinsäure verwendet. Zusätzlich wurde ein Peak für das doppelt 
geladenene Ion bei m/z 21220 beobachtet 
 
tet. Obwohl die absolute Werte der Massen einen systematischen Fehler von 100 Da erwarten 
lassen, entsprach die Differenz relativ genau den berechneten Massenzunahme von 656,5 Da 
bei vollständige Markierung (Enamidase hat 15 Methionine, N-terminales Methionin fehlt, 




Das Selenomethionin-markierte Enamidase konnte unter den gleichen Bedingungen wie das 
native Protein erfolgreich kristallisiert werden (siehe Abb. 3.25). 
 
3.6.2 Die Struktur der Enamidase bei einer 1,89 Å Auflösung 
 
Die Sammlung der Strukturdatensätze wurde unter Verwendung von Synchrotron-
Röntgenstrahlung an der Max-Planck-Beamline BW6 am DESY in Hamburg durchgeführt. 
Dabei konnte ein nativer Datensatz bis 1,89 Å mit einer Vollständigkeit von 99,1 % 
gesammelt werden. Um das Phasenproblem zu lösen, wurde die sogenannte MAD-Methode 
(MAD, multiple wavelength anomalous dispersion) angewandt. Dazu wurde ein Kristall des 
mit Selenomethionin markierten Proteins bei drei verschiedenen Wellenlängen vermessen 
(siehe Tabelle 3.4). Die weitere Prozessierung der gesammelten Daten sowie die eigentliche 
Aufklärung und Verfeinerung der Struktur wurden in der AG Essen durchgeführt. Die 
folgende Tabelle enthält alle relevanten kristallographischen Daten.  
 
Tabelle 3.4: Zusammenfassung der Kristallographischen Daten, Datensammlung, 
Phasierungs- und Verfeinerungsstatistiken 
(zur Verfügung gestellt von Daniel Kress und Prof. L.-O. Essen) 
  SeMet  Wild type 
A. Data collection     
Space group  C2221  C2221 
Unit cell axes     
 a (Å)  146.71  146.35 
 b (Å)  160.84  159.82 
 c (Å)  162.11  161.68 
Wavelength (Å) 0.97943 (peak) 0.97963 (inflection) 0.95000 (remote) 1.05000 
Resolution (Å) 40.4-2.5 40.4-2.5 40.3-2.5 39-1.89 
Completeness (%) 100 100 100 99.1 
No. reflections 244625 244157 243323 917787 
No. unique reflections 65905 65951 95898 288999 
Redundancy 3.7 3.7 3.7 3.2 
Rsym (%) 5.6 (11.6) 5.4 (11.2) 5.1 (11.9) 4.4 (25.4) 
Mean I/σ I 16.0 (8.4) 16.7 (8.6) 17.5 (8.8) 18.5 (2.9) 
Mosaicity  0.28  0.65 
     
B. Phasing     
Scattering factor f´ (e-)g -6.0 -7.0 -3.0  
Scattering factor f ´´ (e-)g 5.0 3.5 2.5  
Mean figure of merit    0.59   
     
C. Refinement     
Resolution range (Å)    38.78-1.89 
No. reflections used in refinement    146770 
Rcryst (%)    0.17 
Rfree (%)    0.20 
No. residues    385 
No. of protein atoms    12405 
No. solvent molecules    1281 





 bonds (Å)  
 angles (deg.) 




     
 
 
In der Einheitszelle liegt ein Molekül von einem Enamidase Homotetramer mit 222-
Symmetrie vor. Genauer betrachtet lässt sich dieses Tetramer als "Dimer von Dimeren" 
beschreiben (Abb. 3.27). Diese quartäre Struktur stimmt mit dem Elutionsverhalten bei der 
Gelfiltration überein (Homotetramer). Die über die DNA-Sequenz bestimmte 
Aminosäuresequenz der Enamidase ließ sich von Aminosäure 3 bis 386 (bezogen auf die 
Numerierung ohne N-terminale Streptag) hervorragend in die Elektronendichte hinein 
modellieren und es gab keine Hinweise auf Diskrepanzen. Elektronendichten für die ersten 




Abb. 3.27: Die dreidimensionale Struktur der Enamidase bei 1,89 Å Auflösung 
Dargestellt sind die vier Enamidase Untereinheiten, die zusammen ein Dimer von Dimere bilden. Einzelne 
Untereinheiten sind unterschiedlich eingefärbt. β-Faltblätter sind durch Pfeile repräsentiert, α-Helices durch 
Spiralen. Bereiche ohne definierte Sekundärstruktur wurden als Schleifen dargestellt. 
 
Streptag wurden nicht detektiert. Damit ist anzunehmen, dass dieser Teil der Enamidase 
ungeordnet in der Struktur vorliegt. Wie andere strukturell charakterisierte Enzyme der 
Amidohydrolase-Superfamilie besteht die größere Subdomäne (64-299) aus einem verzerrten 




bilden eine kleinere, in das (αβ)8 Fass inserierte, Subdomäne, die in einem β-Sandwich 
organisiert ist. Das (αβ)8 Fass bildet die meisten Protein-Protein Wechselwirkungen im 
Tetramer, wobei die β-Sandwichdomäne senkrecht aus den (αβ)8 Tetramer heraussticht. 
Erwartungsgemäß wurde nach Primärstrukturvergleich und Metallanalyse der Enamidase 
zwischen den Aminosäuren H67, H69 und D276 (Metall-1) und zwischen den Aminosäuren 
H193 und H220 (Metall-2) eine hohe zusätzliche Elektronendichte wahrgenommen. Dieses 
binukleare Zentrum liegt zur C-terminalen Seite des (αβ)8-Fasses. Die Karboxylatgruppe von 
E164 und ein als Sauerstoff modelliertes Atom verbrückten diese Elektronendichten. Obwohl 
die exakte Identität von Metall-1 und Metall-2 nur indirekt aufgrund der Größe der anomaler 
Differenzdichte bestimmt werden kann, waren die relative Elektronendichten bei Cu-Kα und 
1,05 Å Synchrotron Strahlung in Übereinstimmung mit Fe als Metall-1 und Zn als Metall-2. 
Die kolorimetrische Eisen und Zink Bestimmung der für die Kristallisation benutzte 
Enamidase Präparationen bestätigten die Anwesenheit von stöchiometrischen Mengen an Fe 
und Zn. 
Neben den Elektronendichten der Metallionen und einem Brücken-Sauerstoff wurden in der 
direkten Koordinationsschale der Metallionen noch drei weitere Elektronendichten 
beobachtet. Zwei wurden als Wassermoleküle an Zn/Fe (Metall-2) modelliert, die dritte 
Elektronendichte war ausgedehnter und wurde als Chlorid-Ion zwischen Fe und Zn modelliert 
(siehe Abb. 3.28). In einer Kammer neben dem aktiven Zentrum ist bisher noch eine nicht 
näher identifizierte Elektronendichte gefunden worden (möglicherweise Tris; Cacodylat 
wurde ausgeschlossen). Zwei Aminosäuren (R78, H103) umgeben diese Kammer und liegen 
zusätzlich nahe an den Metallionen. Die andere Seite der Kammer wird durch die 
Aminosäuren 373-377 aus dem β-Sandwich der benachbarten Untereinheit aufgebaut. 
Das binukleare aktive Zentrum der Enamidase liegt an der Seite des Zn-Ions (Metall-2) 
nahezu direkt an der Proteinoberfläche. Bei einer berechneten Ladungsdarstellung der 
Oberfläche der Enamidase wurde in der Nähe des Eingang zum aktiven Zentrum eine positive 




































Abb. 3.28: Schematische Darstellung des aktiven Zentrums der Enamidase 
Die Aminosäuren und modellierte Atome in der direkte Koordinationsschale der Metallionen 
sind angezeigt. Für die Übersichtlichkeit sind die Metallionen als Fe2+ und Zn2+ dargestellt. 
Die Distanzen sind angegeben in Å (die Fe-Zn Distanz ist 3,64 Å). 
 
 
Abb. 3.29: Berechnete Oberfläche-Ladungsverteilung der Enamidase 
Blau entspricht einer positiven, rot einer negativen Ladung. Die Berechnung wurde mit dem 
Programm GRASP durchgeführt mit einer Ionenstärke von 0,1 M NaCl. Der Pfeil deutet den 







4.1 Klonierung des Nicotinat-Locus 
Um das komplette Nicotinat-Locus zu klonieren, wurden mit Hilfe des Lambda ZAP-Express-
Systems chromosomale EcoRI und BamHI/BglII Genbänke von E. barkeri hergestellt. Mit 
Hilfe dieser Bänke wurden nach Screening von Phagenplaques mit Dig-markierte Sonden vier 
E. barkeri DNA-Fragmenten kloniert, die zusammen mit dem von Nadine Wagener 
klonierten Fragment [62] den zentralen 17.741 bp Teil der Gesamtsequenz umspannen. Durch 
zusätzliche direkte chromosomale DNA-Sequenzierung und Seegene Speedwalking, sowie 
durch PCR wurden weitere Abschnitte von 3.058 bp an der 5’-Seite und 2.403 bp an der 3’-
Seite kloniert. Die Gesamtsequenz umfasst 23.202 bp mit einem G + C Gehalt von 52,8 %. 
Bei der Erstbeschreibung von E. barkeri wurde ein G + C Gehalt von 55-58 % erwähnt [7]. 
Dieser Unterschied könnte auf eine Ungenauigkeit bei der damaligen Bestimmung des G + C 
Gehalts zurückzuführen sein, oder deutet darauf hin, dass der Nicotinat-Locus einen 
niedrigeren G + C Gehalt hat.-+ 
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Abb. 4.1. Organisation der klonierten Gene im Bereich des Nicotinat-Locus. Der Maßstab 
ist in bp. 
In der Gesamtsequenz von 23.202 bp sind 22 Leseraster identifiziert worden (siehe Abb. 4.1. 
und Tabelle 3.2). Die Identifikation der 22 Leseraster im sequenzierten Bereich erwies sich 
als relativ einfach, da zum einen experimentelle N-terminale Sequenzen (Hnr, NdhFSLM, 
Ena, Mgm, Mii) verfügbar waren und zum anderen ähnliche Proteine in der Datenbank 
gefunden wurden. Auch waren in einigen Fällen die deutlich ausgeprägten Shine-Dalgarno 
Sequenzen (siehe Abb. 4.2.) für die Bestimmung des richtigen Startcodons hilfreich. Die 
Leseraster lagen mit Ausnahme von zwei intergenen Regionen (260 bp zwischen nicR und 
hnr, und 367 bp zwischen hmd und dmdA) sehr nah an einander und überlappt sogar in 
einigen Fällen. Von den 9 Enzymen, die an der Nicotinat-Fermentation beteiligt sind, sind 
über heterologe Expression und Aktivitätsmessungen die strukturelle Gene für (Hgd, Ena, 







Eubbar 16S                                  AGAAAGGAGGTGATCNNNNNNNNNCTTCCGATACNNNNNNCTT 























Abb. 4.2. Shine-Dalgarno Sequenzen, Start- und Stopcodons im Nicotinat-locus 
 
In Grossbuchstaben: Eubbar 16S zeigt das reverse Komplement der 16S r RNA Sequenz von Eubacterium barkeri (N sind 
unbekannte Nukleotide), Eubagg 16S zeigt das revers Komplement der 16S Sequenz von Eubacterium aggregans. 
Schwarz unterstrichen sind Sequenzen die als Shine Dalgarno sequenzen betrachtet werden. Die identifizierte Startcodons 
sind rot und fettgedruckt (unterstrichen bei Bestätigung durch N-terminale Sequenzierung durch Edman Abbau). Die in blau 
dargestellte Nukleotide sind die Stopcodons der an der 5’ Seite gelegene Leseraster. 
 
Enzyme einwandfrei identifiziert worden. Über die Sequenzidentität und Ähnlichkeit der 
katalysierten Reaktion mit der Isopropylmalat-Isomerase (siehe Abb. 4.3, A und B) konnten 
die strukturellen Gene dmdA und dmdB zwar nicht sicher, aber mit hoher Wahrscheinlichkeit 
denen der Dimethylmalat-Dehydratase zugeordnet worden. Das Strukturgen für die 2-
(Hydroxymethyl)glutarat-Dehydratase konnte über die Sequenzidentität mit [4Fe-4S]-Cluster 
enthaltenden Serin-Dehydratasen [95] und die Ähnlichkeit der katalysierten Reaktion (siehe 
Abb. 4.3, C und D) identifiziert worden. Damit bildet die 2-(Hydroxymethyl)glutarat-
Dehydratase ein neues Beispiel für Dehydratisierung von 3-Hydroxysäuren ohne Beteiligung 
von CoA-Ester.  
Im sequenzierten Bereich befinden sich vier weitere Gene (orfC, orfD, orfE, mgmL), die 
durch ihre Lage zwischen bereits identifizierten Nicotinat-Fermentationsgenen (d.h. zwischen 
hnr und dmdB) höchst wahrscheinlich auch eine Rolle bei der Nicotinat-Fermentation spielen. 
Von MgmL wird vermutet, dass es die Methylenglutarat-Mutase reaktiviert [55]. Proteine mit 
32 % Aminosäurensequenzidentität zu OrfC und 40-55 % zu OrfE sind in sechs genomischen 
Sequenzen beide direkt an der 3’-Seite von hnr-ähnlichen Gene (Gen kodiert für 6-




nicht ableiten, jedoch diese Beobachtung bildet einen deutlichen Hinweis auf eine Funktion, 
die mit der Nicotinat-Fermentation assoziiert ist. Für das vierte Gen im hnr-dmdB Bereich, 
orfD, lässt sich über die Ähnlichkeit zu Genen, die  möglicherweise an der Regulation der 
Perfringolysin-Produktion beteiligt sind, nicht weiteres ableiten. Im Gegensatz zu diesem 
membranständigen orfD ist das an der 5’-Seite von hnr liegende nicR durch Sequenzidentität 
mit LysR-Typ Regulatoren des Aromatenabbaus eine deutlicher Kandidat für Regulation der 
Nicotinat-Fermentationsgene. Die Beteiligung der orfA, orfB, orfF und orfG Gene an der 











































































Abb. 4.3. Vergleich der Reaktionen katalysiert von Dimethylmalat-Dehydratase (A), 





Mit Datenbanksuchen wurden 6 Gene identifiziert, die für Proteine mit einer Länge von 495 
bis 547 Aminosäuren mit 40-43 % Aminosäurensequenzidentität zur Hnr (6-
Hydroxynicotinat-Reduktase) kodieren. Ein Alignment mit ClustalW (Abb. 4.4) zeigte, dass 
die 6-Hydroxynicotinat-Reduktase aus E. barkeri im Gegensatz zu den Homologen eine 
zusätzliche N-terminale Sequenz von 60 Aminosäuren hatte. In dieser N-Terminalen Sequenz 
lagen zwei CXXCXXCXXXC Bindemotive vor. Dieses Cystein-Muster ist typisch für 
clostridielle 2x[4Fe-4S] Ferredoxine: die ersten drei Cysteine binden mit dem letzten Cystein 




mit dem letzten Cystein des ersten Musters das zweite Cuban. Ein geringfügiger Unterschied 
mit Ferredoxine ist, dass Hnr in einem der Muster nicht CXXCXXCXXXCP sondern 
CXXCXXCXXXCK besitzt. Diese zusätzliche N-terminale Sequenz von 60 Aminosäuren 
stellt in Hnr wahrscheinlich eine räumlich getrennte Ferredoxin-ähnliche Domäne dar. 
Erst Aminosäure 65 bis 116 von Hnr zeigte im Alignment Ähnlichkeit zu den homologen 
Proteine und enthielt ein CXXCPXXCX9C Muster. Da mit ESR Spektroskopie gezeigt 
 
Eubbar_Hnr          MFKIDEEKCKKCRMCVKECPVHAVYYEKKDKGAIVEITEKCVECGICKRVCKFGAIENDA  60 
Silpom              --------------------------------------------------------MTER   4 
SAR86               ------------------------------------------------------MTDQPS   6 
Meslot              --------------------------------------------MSELAERFETHDPGEK  16 
Brajap              -------------------------------------------MITAVSAGLHMVTETTS  17 
Burxen              ------------------------------------------------------------     
Polsp               -----------------------------MTEHTKTDGLPGMDMPDPLQVMERARPRNER  31 
 
 
Eubbar_Hnr          PLESVITCSSCPIQCKVPLGETGACTRYRNVGGKLVRDRELVVEALEQKEAADNIK---- 116 
Silpom              IRPEKIRCDACPVLCYIADGKSGACDRYANHGGELVRLDALTVIESGSTRVVPFLK----  60 
SAR86               AKPVKIRCDACPVMCFIADGKSGACDRYANQDGDLIRLDPLTVIESG-VPAVAFLD----  61 
Meslot              QVAEKIRCDACPVMCYIADGRTGACDRYGNAGGRIVRMDPLTILDHAAGTGGTIVP----  72 
Brajap              AATDKIRCDACPVMCYIKPGAAGACDRYANHDGKLVRVDPHVILERTVSHGGKLVP----  73 
Burxen              MASNKIECNACPVLCQISEGRTGACDRYANSDGRLIRVDPVVFLSRDRLTSDADAGSENA  60 
Polsp               MNSEKIECNACPVLCQISDGRSGACDRYANRGGTLVRVDPVLLLRRTLADKEAHVVPFAG  91 
                         * *.:**: * :  * :*** ** * .* ::*     .                  
 
 
Eubbar_Hnr          ----------------------------------KPIITAVGAGTNYPCSKPAPHIVSEC 142 
Silpom              ------------------DAQTGDDWDGNIVQQNRAFVTAVGAGTTYPDYKPAPFIVSQQ 102 
SAR86               ------------------TGDSASEWDGDMIKGHRQFVTAVGAGTTYPDYKPAPFIVSQQ 103 
Meslot              ------------------FVAEGEAWDGELVNTGRRFVTAIGAGTTYPDYKPAPFIVSQE 114 
Brajap              ------------------FSRT-EDWDGKIVHEPSTFVTAIGAGTTYPDYKPAPFIVSAE 114 
Burxen              TIEFG----------------ASSEMQ-DAAAEQALFVTGVGASSTYPDYKPAPFIVASK 103 
Polsp               RVAVGNPAGQAPPPEGVPAAAAAPEWSGDLLLADEVFITGVGSSTTYPDYKPAPFIVSSR 151 
                                                        ::*.:*:.:.**  ****.**:   
 
 
Eubbar_Hnr          RDGVDVVTVVTEAPLSYSGLVIKLDTNTYIGEEGDPVYRDGKVVGMVNTEEYGSKMIAIG 202 
Silpom              VEGVDMVTVVTEGIFSYCGVKVKIDTDRHIGHERDVVRVDGEPIGHVMTSEYGSKMLSLG 162 
SAR86               VDDIDMVTVVTEAIFSYCGVKVKIDSDRHIGHERAIVRANGEPIGHVMTGEYGSKMLSLG 163 
Meslot              VEGVDLVTVVTEGIFSYCGVKVKIDTDRHIGPETAVVRSQGEAIGHVTTGEYGSQMLSLG 174 
Brajap              VDGVDMVTVVTEGIFSYCGIKVKIDTDRYLGPETATVRAQGEAVGHVTTSEYGSQMLSLG 174 
Burxen              LDDVDMITVVTEGIFSYCSFKVKIDTDRFLGPEQSNVRCHGEIVGHVTTAEYGSQMLSLG 163 
Polsp               AAGVDLVTVVTEGIFSYCSFKVKIDTDRFLGAEQANVRVKGEVVGHVTTAEYGSQMLSLG 211 
                      .:*::*****. :**... :*:*:: .:* *   *  .*: :* * * ****:*:::* 
 
 
Eubbar_Hnr          GANRLTGDN---GFATARTIVELANGEEVELKVNKK---IVLKLKAGVAPVIDGVEESIM 256 
Silpom              GVEHLTGGSKKEGRVTCDALLRLCNCEAVEMVIGEPGHETTLIVQAGRAPIINGVEEKLM 222 
SAR86               GVDHLTGGSKKEGRATCDALLQLCNRQAVDLEIEAG---ATLTVQAGQPPIINGVAEKLM 220 
Meslot              GVHHLTGGSKAEGRATCDALLNLCNRKPVELTIDGG---ATIIVEAGKPPVIDGKQEHRM 231 
Brajap              GVHHLTGGSKKEGRVTCDTLMDLANCKAVELTIDGG---ATVVVQAGQPPIVNGAKEERM 231 
Burxen              GVHHLTGGSKKEGRVTCDMMLALGNKEAVELSIDGG---ASLVIRAGAAPIVDGVEEQRM 220 
Polsp               GVHHLTGGSKKEGRVTVEMMKALGNKQAVEFTIDGG---SQILIQAGRAPVVNGVEEKRM 268 
                    *..:***..   * .*   :  * * : *:: :        : :.** .*:::*  *  * 
 
 
Eubbar_Hnr          RIGCGSATVGLFAKRMKDAVDECIVIDHHVIGLCSEHLAGEAVGMTWSGIIPNATKSSRG 316 
Silpom              RVGCGSAAIGMFAKQWLGHADDVVVVDDHITGVLSEHQAGKMLDVPPTGIRIKGRRSTPG 282 
SAR86               RVGCGSATIGMFAQQWAPYVDEVVVVDDHITGVLSEHEAGKGLDMAPSGIKVTGRKSTPG 280 
Meslot              RVGCGSATIGMFATQWRGLVDEVVVVDDHITGVVSEHQAGKVLGWQDTGIKIIGRRSTPG 291 
Brajap              RVGCGSATIGMFAKQWHGKVDEVVVVDDHITGVLSEHQAGKLLDIADTGIKMKGRRSTPG 291 
Burxen              RVGCGSATIGIFAKQWFGHADEVVVVDDHITGVLTEHQAGRCLGMARSGLKIRGRKSTPG 280 
Polsp               RVGCGSATIGIFAKQLFGKLDEVVVVDDHITGVLTEHQAGRCLDMRASGIRMRGRKSTPG 328 






Eubbar_Hnr          RYFGG--HGSGIGGTSLETPRDAIKGADMSI-AKAGMQVMVVNTTGEIYALFELKADGSF 373 
Silpom              RYFQVADPGTGWGGTNVEDPLVILNAFKPDV-AWPGLRLMMVSTTGEQFAYYELDADLVP 341 
SAR86               RYFQVAEPGTGWGGTDVDDPLSILKPADPKK-AWPGLRLLMISTTGEQWAYFELDEDLVP 339 
Meslot              RYFKVSEPGLGWGGTSISDPLSILGEWNAKKGARPGLSLLMVSTTGEQFAYYELDDELKP 351 
Brajap              RYFQVADPGTGWGGTNISDPLAILGPFDAKE-AKPGLSMLMVSTTGEHSSYYVLDEALKP 350 
Burxen              RYFQVANPGTGWGGTDIQDPLAIVEGFDPAV-ARPGMRLLMVSTTGEHAQWYELDHDLVP 339 
Polsp               RYFQVANPGTGWGGTDIADPLSIIESWDAEV-AWPGLRLLMTSTTGEHASWYVLDEALNP 387 
                    ***     * * ***.:  *   :   .    * .*: ::: .****    : *.      
 
Eubbar_Hnr          DEIPMTEAALGVALAIQDNCQRSMTSILYTGGTGGSARGGVCTHPVKITEAVHEQKAVLT 433 
Silpom              QPVPIPEKLRASAELIAENCEPSVCSVLFMGGAGGSLRAGVTENPVRLTKSVKSSLTHVS 401 
SAR86               QPATISAPLLASAERVAENCEPSLCSVLFMGGAGGSLRAGVTENPVRLTRSVKQALTHVT 399 
Meslot              VEKPFPERLQKSVNLIEDNCEPALCTVLFIGGAGGSLRAGVTENPVNLTRSVQGLKTYVT 411 
Brajap              VETEMPADLKFSVERIQENCEPALCTVLFMAGAGGSLRAGVTDNPVRLTRSVKDALTRVT 410 
Burxen              RIAAMPEAVRRTVERIGENCEPSLATVLFLGGAGGSLRAGATENPVLLTRAIKQKLVNVT 399 
Polsp               VEQEMPAEVRRIVERIGENCEPSLSTVLFLGGAGGSLRAGVTENPVLLTRAIKNALVNVT 447 
                        :.      .  : :**: :: ::*: .*:*** *.*.  :** :*.:::   . :: 
 
Eubbar_Hnr          IGGAPAFVYPGGGINFMVDTQKVVNKAFTWVPTPATVAPVEYTMTVADYEAMGGHMDQIK 493 
Silpom              CGGAAAYVWPGGGITVMVDVTEMPSNSFGYVPTPALVAPMEFTMRVSDYGTLGGHVSEIK 461 
SAR86               CGGAPAYIWPGGGITFMADVMEMPSNAFGYVPTPALVAPVEFTLRKADYVALGGHTDRIV 459 
Meslot              VGGAPVYVWPGGGITLMVDVTRVPEGAFGYVPTPALVAPIEFTLRRDDYVRLGGYEAEIR 471 
Brajap              SGGAPVYVWPGGGITYMVDVTQMPSGAFGYVPTPALVAPIEFTMKLSDYAALGGHMDYVK 470 
Burxen              CGGAPAYVWPGGGITVMVDVSRMPDRSFGTVPTPAIVAPIEFTMTYDAYRDLGGHLDAVR 459 
Polsp               CGGAPAYVWPGGGITVMADVMRMPDNSFGTVPTPAIVAPIEFSMKLDDYRVLGGHMDYVR 507 
                     ***..:::*****. *.*. .: . :*  ***** ***:*:::    *  :**:   :  
 
Eubbar_Hnr          DVSEYK------------------------------------- 499 
Silpom              PVAQVISERDRKLGKRDSQPDPNARENYRWSRGEDE------- 497 
SAR86               PLQAVLSSDIRTVAPITNHAHPADRKNYRWAVSKQVGS----- 497 
Meslot              SVEDIVAKGGEYLNPRHGTGAPSDNPWPPLAQLRRAASNGTG- 513 
Brajap              PLSEVQNGEDVRQLPWQNPIPGPRA------------------ 495 
Burxen              SLASVLANGPEHTEGAPLARRTLARNPDNPWPPAMPPMLG--- 499 
Polsp               TLEDALRRGAWHNEGAPSAREWVQLSPANPWPLARPPLLG--- 547 
                     :                                          
 
Abb. 4.4.: Vergleich der Aminosäuresequenz der 6-Hydroxynicotinat-Reduktase aus E. 
barkeri mit anderer Proteine. Die Cysteinreste im N-terminalen Bereich, die wahrscheinlich die [4Fe-4S] 
bzw. [2Fe-2S] Clusters binden, sind rot gekennzeichnet. Zwei konservierte Cysteinreste im mittlerem Bereich 
sind blau gekennzeichnet. Folgende Proteine sind aufgeführt: Eubbar_Hnr, 6-Hydroxynicotinat-Reduktase aus E. 
barkeri; Silpom, hypothetisches Protein Spo0829 aus Silicibacter pomeroyi; SAR86, hypothetisches Protein 
EBAC080-L028H02-EBA.28 aus SAR86 clade γ-Proteobacterium 582; Meslot, hypothetisches Protein mll4879 
aus Mesorhizobium loti MAFF303099; Brajap, hypothetisches Protein blr3822 aus Bradyrhizobium japonicum 
USDA110; Burxen, hypothetisches Protein Bxen02005098 aus Burkholderia xenovorans LB400; Polsp, 
hypothetisches Protein PJS 6w01002064 aus Polaromonas sp. JS666. 
 
wurde [27], dass Hnr ein [2Fe-2S]1+/2+ Cluster enthält, wird angenommen, dass dieses 
Cystein-Muster an der Bindung dieses Clusters beteiligt ist. Im Alignment folgt auf die beiden 
Cystein-reichen Bereiche eine Region, die sich durch niedrigere Konservierung und vor allem 
bei dem Homologen durch Insertionen von 15-38 Aminosäuren im Vergleich zu Hnr 
aufzeichnet. Das Polaromonas sp. Homolog hat die längste und sogar eine sonderbare 
Alanin/Prolin reiche Insertion. Es wurde deshalb Postuliert, dass Aminosäure 65 bis 116 eine 
zweite ein [2Fe-2S]1+/2+ Cluster bindende Domäne darstellt. Aminosäure 120 bis zum C-




Cystein Muster. Es kann jedoch nicht völlig ausgeschlossen werden, dass zwei weitere 
konservierte Cysteine (blau in Abb. 4.4) eine Rolle in der Bindung von [Fe-S] bilden. Wenn 
Aminosäure 1 bis 116 zwei getrennte [FeS] Cluster bindet, ist anzunehmen, dass Aminosäure 
120 bis zum C-Terminus das katalytische Zentrum mit dem kovalent-gebundenen Flavin 
enthält (siehe Abb. 4.5 für einen Model). Die periphere [Fe-S]-Domäne sorgt für den 
Elektronentransport von Ferredoxin zum Flavin im Hauptbereich der Hnr, wo Reduktion der 
Doppelbindung von 6-Hydroxynicotinat über Hydridtransfer erfolgt. Aus der 
Aminosäurensequenzidentität lässt sich nicht schlüssig ableiten, ob die Homologen 6-
Hydroxynicotinat-Reduktasen sind. In Kapitel 4.5 wird durch Analyse der benachbarten Gene 

































Abb. 4.5. : Modell der Struktur und Elektronenübertragung bei der Reduktion von 








Bereits nach dem Sequenzieren des N-Terminus und der internen Peptide war klar, dass die 
Enamidase zu der wahrscheinlich Amidohydrolase Superfamilie gehört. Durch die 
biochemische Charakterisierung, Metallanalyse, Bestimmung der kompletten Primärstruktur 
und Aufklärung der dreidimensionale Struktur der Enamidase aus E. barkeri ist jetzt bestätigt, 
dass die Enamidase ein neues Mitglied der Amidohydrolase Superfamilie darstellt. In dieser 
Superfamilie gibt es zurzeit etwa 18 strukturell charakterisierte Proteine, die eine Reihe von 
Unterschieden in der Koordination des im (αβ)8 Gehäuse anwesende aktiven Metallzentrum 
aufweisen (siehe [96]) Wie in der Enamidase sind binukleare Metallzentren anwesend z.B. in 
der Dihydroorotase (2 x Zn2+ [97]), Dihydropyrimidinase (2 x Zn2+ [98]), Isoaspartyl-
Dipeptidase (2 x Zn2+ [99]) und der weithin bekannten Urease (2 x Ni2+ [100]). Im Gegensatz 
zur Enamidase sind in diesem Enzym die Metallionen durch ein carbamoyliertes Lysin 
überbrückt. Aber in anderen Mitgliedern der Amidohydrolase Superfamilie, wie die N-
Acetylglucosamin-6-Phosphat-Deacetylase (2 x Fe [101]) die menschliche 
Lactamase/Dipeptidase (2 x Zn2+ [102]) und ein Phosphotriesterase-Homolog (2 x Zn2+ [103]) 
sind wie die Metallionen in der Enamidase durch Glutamat überbrückt. Die Koordination des 
ersten Metallions durch His/His/Asp und des zweiten durch His/His ist bei den meisten 
Mitgliedern identisch (siehe [96]). 
Wie die Enamidase besitzt auch Dihydropyrimidinase [98] eine tetramere Quartärstruktur. Die 
anderen Mitglieder der Amidohydrolase Familie zeigen eine sehr heterogene Mischung von 
Quartärstrukturen: Monomer (Phosphotriesterase Homolog [103], Dimer (menschliche 
Lactamase/Dipeptidase [102], N-Acetylglucosamin-6-Phosphat-Deacetylase [101] und 
Dihydroorotase [97]), Trimer (Urease [100]), Hexamer (Cytosin-Deaminase von E. coli 
[104]) und Oktamer (Isoaspartyl-Dipeptidase [99]). 
In Hinsicht auf Katalyse stellt der erste Schritt die Hydrolyse der (C=O)-NH Bindung von 
THON durch die Enamidase (’Amidase’ in Abb. 4.6) und die übliche namensgebende 
Reaktion für die Amidohydrolasen dar. Im Abb. 4.7 sind Substrate und Schnittstellen der 
Hydrolyse für ausgewählte Amidohydrolasen mit THON/Enamidase verglichen. Die Katalyse 
eines zweiten Schritts (’Enaminase’ in Abb. 4.6) ist dagegen für die Amidohydrolase 
Superfamilie neuartig. ’Enaminase’-artige Teilreaktionen kommen jedoch bei nicht-
amidohydrolytischen Enzymen in der Superfamilie vor, z. B. bei der Cytosin-Deaminase von 

































Abb. 4.6: Katalyse durch die Enamidase 
Enamidase katalysiert zwei Reaktionen: eine ’Amidase’ Reaktion (Ringöffnungsreaktion) und eine ’Enaminase’ 
Reaktion (die Umwandlung von 2-Enaminglutarat zu 2-Formylglutarat, hier als S-Stereoisomer dargestellt siehe 



























































Abb. 4.7: Vergleich der Substrate und des der Hydrolysestelle für Enamidase und 
























Abb. 4.8: Die von Cytosin-Deaminase katalysierte Reaktion  
 
Datenbanksuchen mit der Enamidase (Ena) Sequenz identifizierten 5 Gene aus 5 Oganismen, 
die für Proteine mit einer Länge von 388 bis 401 Aminosäuren mit 42-47 % 
Aminosäurensequenzidentität zur Ena kodieren. In den gleichen Organismen wurden jeweils 




ClustalW (Abb. 4.9) zeigte, dass die Aminosäurensequenzidentitäten der 5 Ena-Homologen 
(im Gegensatz zu anderen Amidohydrolasen) sich über die ganzen Sequenzen erstreckt.  
 
Eubbar_Ena          ----------MSKTIIKNIGKIVSGDIKSPVLQADTIVVEDGLIAAIGGEELMKDAGDAT 50 
Silpom              ---------MSGKLVITNIGLLLSGKMEEPIYDGDCVIAIDGRISDWGYEGDLDTEGADT 51 
SAR86               ------MAKDSTKLVIRNIGLLLSGKIEQPILDGDCLIALNGKITAWGAEKDLDTEAATT 54 
Brajap              MAHDAPQAAGPSKLVIRNIGLILSGALEKPILDGDTIVAENGKITAIGRHKDLDTEGATT 60 
Burxen              -MAAETLTGLSGKVAVTNIGLLLSGDIDRPILDADTLVIDDGVIVAVGKEKDCDLEGART 59 
Polsp               -MAEAASTGKSGKVVIRNIGLLLSGDIDKPILDADTIVVNDGLIVAVGKAKDCDIAHAQT 59 
                                *  : *** ::** :. *: :.* ::  :* *   *     .     * 
 
Eubbar_Ena          IIDAAGSTVTPGLLDTHVHVSGGDYAPRQKTMDFISSALHGGVTTMISAGSPHFPGRPKD 110 
Silpom              LIDANGVTLAPGLIDSHVHPVVGDYTPRQQQLHWIDSTLHGGVTTLISAGEVHMPGRPKD 111 
SAR86               EIDAHGVTLAPGLIDSHIHPVVGDYTPRQQQLHWIDSTLHGGVTTLISAGEVHMPGRPKD 114 
Brajap              IVDANGTTVTPGLIDSHVHPVAGDWTPRQNQINWIDSSLHGGITTMISAGEVHMPGRPRD 120 
Burxen              TVDCKGTTVAPGLIDSHVHPVFGDWTPRQNQMGWIESNLNGGVTTMISAGEVHLPGRPKD 119 
Polsp               VIDAHQTCVCPGLIDSHVHPVFGDWTPRQNQIGWIDSTMHGGVTTMISAGEVHLPGRPKD 119 
                     :*.    : ***:*:*:*   **::***: : :*.* ::**:**:****. *:****:* 
 
Eubbar_Ena          AAGTKALAITLSKSYYNAR----PAGVKVHGGAVILEKGLTEEDFIEMKKEGVWIVGEVG 166 
Silpom              IVGLKAMAIAAQRWYENFR----PSGVKVMAGAPVIEHGMVEQDFKELADAGVKLLGEVG 167 
SAR86               IVGLKAMAIASQRWYENFR----PSGMKVYAGAPVIEHGMVEQDFKDLADAGVKLLGEVG 170 
Brajap              VVGLKAMAIFAQRAFWTLR----PGGVKVHAGAPVIECEMVEEDFKELAAAGVKLLGEVG 176 
Burxen              VLGVKALAITAQRSFEGMRGAGVGGGVKVMAGAPVIEKGMVEEDFKELSEAGVKLLGEVG 179 
Polsp               IVGLKALAITAQRAFDNFR----PGGVKVLAGAPIIEKGMTEQDFKDLAEAGVTLLGEVG 175 
                      * **:**  .: :   *     .*:** .** ::*  :.*:** ::   ** ::**** 
 
Eubbar_Ena          LGTIKNPEDAAPMVEWAHKHGFKVQMHTGGTSIPGSSTVTADDVIKTKPDVVSHINGGPT 226 
Silpom              LGTVKDGKTARQMVDWARKYGIQSTIHTGGPSIPGSGLIDADMVLETGTDVIGHINGGHS 227 
SAR86               LGTVKDGKTAKQMVDWARKYGIQSTIHTGGPSIPGSGLIDADMVLETGTDVIGHVNGGHS 230 
Brajap              LGGVKDGPTARKMVGWARKYGIQSTIHTGGPSIPGSGLIDKDVVLEADTDVVGHINGGHT 236 
Burxen              LGSVKGGEEAAQMVAWARKYGIQSTIHTGGPSIPGSGLIDRDVVLAADADVIGHINGGHT 239 
Polsp               LGSVKAGYEAKEMVGWARKYGIQSTIHTGGPSIPGSGLIDKDVVLEADADVIGHINGGHT 235 
                    ** :*    *  ** **:*:*::  :****.*****. :  * *: : .**:.*:*** : 
 
Eubbar_Ena          AISVQEVDRIMDETDFAMEIVQCGNPKIADYVARRAAEKGQLGRVIFGNDAPSGTGLIPL 286 
Silpom              ALPDDQIMCLCESCTAGLEIVHNGNERAALLTLNTARELKQMDRIILGTDGPAGSGVQPL 287 
SAR86               ALPDDQIVCLCESCSASLEIVHNGNERAALLTLNTARELKQLDRLILGTDGPAGSGVQPL 290 
Brajap              ALPDDQIRCICEGCKRGLEIVHNGNERSALYTLRIAREMGDLHRVILGTDGPAGSGVQPL 296 
Burxen              SLSYRHVCDLCEQSSRALEIVHNGNERIALLTARHAIELKCPHRIILGTDSPAGSGVQPL 299 
Polsp               ALSEAHVCELCERSSRAIEIVHNGNEKVAIAAAQAALQLKCPHRVILGTDGPAGSGVQPL 295 
                    ::.  .:  : :    .:***: ** : *  . . * :     *:*:*.*.*:*:*: ** 
 
Eubbar_Ena          GILRNMCQIASMSDIDPEVAVCMATGNSTAVYGLNTGVIAPGKEADLIIMDTPLGSVAED 346 
Silpom              GILRMVAMLSALGNVPAEIAFCFANGNTARQRELDTGLLERGYAADFVLMDQAQHAPGKT 347 
SAR86               GILRMVAMLSSLGHVAAETAFCFANGNTSRQRELDTGLIEIGKCADFVLMDQAQHAPGKN 350 
Brajap              GILRMVSMLSSIGELPAEIAFCLATGNTARMRQLDCGLIEVGRAADFVIMDKAQHSPGKN 356 
Burxen              GILRMIALISSLADVPAEIAFCFATGNTARQRNLRQGLIEVGRPADLVFMDRAQHTAADT 359 
Polsp               GMLRLIALLSSLGNIPAELALCFATGNTARIRNLNCGLIEVGRAADFVFMDKAQHSAGLD 355 
                    *:** :. ::::..: .* *.*:*.**::    *  *::  *  **:::** .  : .   
 
Eubbar_Ena          AMGAIAAGDIPGISVVLIDGEAVVTKSRNTPPAKRAAKIL------ 386 
Silpom              ILESVQLGNLPGVGMTVIDGVVCSERSRNTPPATRLPRIVS----- 388 
SAR86               ILESIQLGNLPGVGMTIIDGRVCSQRSRNTPPAQRLPEIVTTQP-- 394 
Brajap              ILESVQLGDLPGIGMTIIDGIVRTQRSRNTPPAGRVPEVVAK---- 398 
Burxen              LLESVQLGDIPGVGMVMIDGLIRCRRSRNTPPATEVPVVL------ 399 
Polsp               LLDSIQCGDIPGVGMVMIDGMVRCGRSRNTPPATQIPGVQHHTVPA 401 
                     : ::  *::**:.:.:***     :******* . . :        
 
Abb. 4.9.: Vergleich der Aminosäuresequenz der Enamidase aus E. barkeri mit anderern 
Proteinen. Die im Rot markierten konservierten Aminosäurereste entsprechen Aminosäuren, die an der 
Koordination des binuklearen Zentrums in der Kristallstruktur der Enamidase aus E. barkeri beteiligt sind. 
Folgende Proteine sind aufgeführt: Eubbar_Ena, Enamidase aus E. barkeri; Silpom, hypothetisches Protein 
Spo0819 aus Silicibacter pomeroyi; SAR86, hypothetisches Protein EBAC080-L028H02.32 aus SAR86 clade γ-
Proteobacterium 582; Brajap, hypothetisches Protein bll3830 aus Bradyrhizobium japonicum USDA110; 
Burxen, hypothetisches Protein Bxen02005105 aus Burkholderia xenovorans LB400; Polsp, hypothetisches 




MAFF303099 wurde kein Homologes mit Aminosäurensequenzidentität ähnlich zu den vorher erwähnten 
Proteinen gefunden. 
Die in der Struktur der Enamidase identifizierten Metallion-koordinierenden Aminosäuren 
waren in diesen Ena-Homologen konserviert. In Abb. 4.10 wird die Konservierung der 
Sequenzbereiche der koordinierende Aminosäuren der Enamidase und Homologen mit der 
Struktur des binuklearen Zentrums zusammen dargestellt. Aus diesen Daten lässt sich 
ableiten, dass die Homologen ein identisches binukleares Metallzentrum und wahrscheinlich 
auch eine ähnliche wenn nicht identische Reaktion katalysieren. Eine tatsächliche Rolle als 
Enamidase wird in Kapittel 4.5 durch die Analyse der Genome mit ena, hnr, orfC und orfD 




His67/His69  62       
Eubbar_Ena   T G
Burxen_Ena   A F
Polsp_Ena    C F
Brajap_Ena   T A
Sar86_Ena    A V
Silpom_Ena   A V
***:*:*:*   **
Glu164       157
Eubbar_Ena   E
Burxen_Ena   A
Polsp_Ena    A
Brajap_Ena   A
Sar86_Ena    A
Silpom_Ena   A
** ::****** :*
Asp276       269
Eubbar_Ena   G
Burxen_Ena   H
Polsp_Ena    H
Brajap_Ena   H
Sar86_Ena    D
Silpom_Ena   D
*:*:*.*.*:*:*: **
His193       187
Eubbar_Ena   VQM
Burxen_Ena   STI
Polsp_Ena    STI
Brajap_Ena   STI
Sar86_Ena    STI
Silpom_Ena   STI
*::  :****.*****.
His220       213
Eubbar_Ena   TKP ISV
Burxen_Ena   ADA LSY
Polsp_Ena    ADA LSE
Brajap_Ena   ADT LPD
Sar86_Ena    TGT LPD






















































Abb. 4.10.: Struktur des binuklearen Zentrums der Enamidase aus E. barkeri und 
Sequnzvergleich im Bereich der koordinierenden Aminosäuren mit anderen Proteinen. 
Die mit Pfeilen markierten Aminosäurereste sind an der Koordination des binuklearen Zentrums in der 
Kristallstruktur der Enamidase aus E. barkeri beteiligt (im Zentrum dargestellt). Die Alignments zeigen 







Es wurde gezeigt (Kapitel 3.5.2), dass die 2-(Hydroxymethyl)glutarat-Dehydrogenase ein 
NAD+-abhängiges Enzym ist. Im Sequenzalignment der Hgd mit zwei ähnliche strukturell 
charakterisierte Dehydrogenasen wird deutlich, dass das konservierte NAD(P)+ bindende 
Sequenzmotiv in der N-terminale Aminosäurensequenz zu erkennen ist (siehe Abb. 4.11). Die 
experimentell bestimmte NAD+-Abhängigkeit der Hgd lässt sich durch Aminosäure 34 (ein 
Aspartat) bestätigen. Diese Stelle ist Arginin für Bindung der zusätzliche Phosphatgruppe von 
NADP+ in der 3-Hydroxyisobutyrat-Dehydrogenase aus Thermus thermophilus und Aspartat 
bei der NAD+-abhängige Tartronat-Semialdehyd-Reduktase aus Salmonella typhimurium. Die 
dreidimensionale Strukturen dieser Dehydrogenasen (PDB 2CVZ und 1VPD) stehen 
momentan zwar zur Verfügung, aber es liegen noch keine Veröffentlichungen zu diesen 
Strukturen vor. 
 
Eubbar_Hgd       MEKSIKIGFIGLGAMGKPMAINLLKEGVTVYAFDLMEANVAAVVAQGAQACENNQKVAAAS  61 
Thethe_2CVZ      ---MEKVAFIGLGAMGYPMAGHLARRFPTLVWNRTFEKALRHQEEFGSEAVPLER--VAEA  56 
Saltyp_1VPD      --MTMKVGFIGLGIMGKPMSKNLLKAGYSLVVSDRNPEAIADVIAAGAETASTAKAIAEQC  59 
                 .   *:.****** ** **: :* :   ::         :      *:::    :  .  . 
 
Eubbar_Hgd       DIIFTSLPNAGIVETVMNGPGGVLSACKAGTVIVDMSSVSPSSTLKMAKVAAEKGIDYVDA 122 
Thethe_2CVZ      RVIFTCLPTTREVYEVA---EALYPYLREGTYWVDATSGEPEASRRLAERLREKGVTYLDA 114 
Saltyp_1VPD      DVIITMLPNSPHVKEVALGENGIIEGAKPGTVLIDMSSIAPLASREISDALKAKGVEMLDA 120 
                  :*:* **.:  *  *  .  .:    : **  :* :*  * :: .::.    **:  :** 
 
Eubbar_Hgd       PVSGGTKGAEAGTLTIMVGASEAVFEKIQPVLSVIGKDIYHVGDTGAGDAVKIVNNLLLGC 183 
Thethe_2CVZ      PVSGGTSGAEAGTLTVMLGGPEEAVERVRPFL-AYAKKVVHVGPVGAGHAVKAINNALLAV 174 
Saltyp_1VPD      PVSGGEPKAIDGTLSVMVGGDKAIFDKYYDLMKAMAGSVVHTGDIGAGNVTKLANQVIVAL 181 
                 *****   *  ***::*:*. :  .::   .:.. . .: *.*  ***...*  *: : :. 
 
Eubbar_Hgd       NMASLAEALVLGVKCGLKPETMQEIIGKSSGRSYAMEAKMEKFIMSGDFAGGFAMDLQHKD 244 
Thethe_2CVZ      NLWAAGEGLLALVKQGVSAEKALEVINASSGRSNATENLIPQRVLTRAFPKTFALGLLVKD 235 
Saltyp_1VPD      NIAAMSEALTLATKAGVNPDLVYQAIRGGLAGSTVLDAKAP-MVMDRNFKPGFRIDLHIKD 241 
                 *: : .*.*   .* *:..:   : *  . . * . :    . ::   *   * :.*  ** 
 
Eubbar_Hgd       LGLALEAGKEGNVPLPMTAMATQIFEGGRAMGLGREDMSAVIKVWEQMTGVSVSGGQ     301 
Thethe_2CVZ      LGIAMGVLDGEKAPSPLLRLAREVYEMAKRELGPDADHVEALRLLERWGGVEIR--      289 
Saltyp_1VPD      LANALDTSHGVGAQLPLTAAVMEMMQALRADGHGNDDHSALACYYEKLAKVEVTR-      296 
                 *. *: . .   .  *:   . :: :  :       *        *:   *.:  . 
 
 
Abb. 4.11.: Vergleich der Aminosäuresequenz der 2-(Hydroxymethyl)glutarat-
Dehydrogenase aus E. barkeri (Eubbar_Hgd) mit den Aminosäuresequenzen der 3-
Hydroxyisobutyrat-Dehydrogenase aus Thermus thermophilus HB8 (Thethe_2CVZ) und 
Tartronat-Semialdehyd-Reduktase aus Salmonella typhimurium LT2 (Saltyp_1VPD). 
Das rot markierte Bereich ist beteiligt an der NAD(P)+ Bindung in der Struktur der 3-Hydroxyisobutyrat-
Dehydrogenase aus Thermus thermophilus HB8 (PDB 2CVZ) und Tartronat-Semialdehyd-Reduktase aus 
Salmonella typhimurium LT2 (PDB 1VPD). An der blau markierten Stelle haben NADP-abhängige 




Hgd katalysiert die NAD+-abhängige Oxidation von einer begrenzten Reihe von 3-
Hydroxysäuren: 2-(Hydroxymethyl)glutarat und, mit 104-105 geringerem 
Spezifizitätkonstanten, L-Serin, L-Glycerat und (S)-3-Hydroxyisobutyrat (Kapitel 3.5.2. und 
3.5.3.). Aktivitäten mit den R-Stereoisomeren von Serin, Glycerat und 3-Hydroxyisobutyrat 
waren nicht detektierbar. Die Stereospezifizität für das natürliche Substrat konnte nicht 
bestimmt werden, da kein chirales 2-(Hydroxymethyl)glutarat zur Verfügung stand. Da bei 
den aktiven Stereoisomeren von Serin, Glycerat und 3-Hydroxyisobutyrat in allen Fälle das 
Wasserstoffatom und den Substituent (NH3+, OH, CH3) die gleiche Position haben, kann 
abgeleitet werden, dass (2S)-(Hydroxymethyl)glutarat wahrscheinlich das aktive Stereoisomer 















































Abb 4.12. Ableitung der Substratstereochemie der 2-(Hydroxymethyl)glutarat-
Dehydrogenase durch Vergleich mit alternativen Substraten 
 
Bei vorherigen Studien der Nicotinat-Fermentation von E. barkeri konnte nicht gezeigt 
werden, ob 2-Formylglutarat und 2-(Hydroxymethyl)glutarat chirale Intermediate sind. Man 
ging von der Annahme aus, dass nach Hydrolyse der Amid-Bindung von THON das gebildete 
2-Enaminglutarat nicht enzymatisch sondern spontan hydrolysierte und razemisches 2-
Formylglutarat entstand. Falls die Enamidase jedoch nach der Amidase-Reaktion auch die 
Enaminase-Reaktion katalysiert, könnte chirales 2-Formylglutarat gebildet werden. Weil eine 
des gebildeten 2-Formylglutarats Enolisierung relativ langsam ist [106], könnte ohne Verlust 
der Chiralität durch eine rasche Reaktion mit NADH unter Katalyse der 2-
(Hydroxymethyl)glutarat-Dehydrogenase stabiles chirales 2-(Hydroxymethyl)glutarat 
entstehen. Dieser Ablauf wird auf Ebene der 2-(Hydroxymethyl)glutarat-Dehydrogenase 
(siehe Kapitel 3.5.3.) durch die hohe Stereospezifizität für die S-Isomeren von Serin, Glycerat 




(Hydroxymethyl)glutarat-Dehydratase nur mit einem der beiden Stereoisomere von 2-
(Hydroxymethyl)glutarat aktiv ist, logischerweise mit dem von 2-(Hydroxymethyl)glutarat-
Dehydrogenase gebildeten Stereoisomer.  
4.5 Identifikation von Gencluster, die an Nicotinat-Abbau bei anderen 
Organismen beteiligt sind 
Bereits bei der Diskussion der Datenbanksuchen wurde erwähnt, dass hnr (Kapitel 4.2), orfC 
und orfE (Kapitel 4.1) und ena (Kapitel 4.3) Homologen in verschiedenen Proteobakterien 
hatten. Die entsprechende Gene liegen in diesen Organismen (Silibacter pomeroyi DSS-3, ein 
SAR86 γ-Proteobakterium, Mesorhizobium loti MAFF303099, Bradyrhizobium japonicum 
USDA110, Burkholderia xenovorans LB400 und Polaromonas sp. JS666) im gleichen 
Genabschnitt vor (Abb. 4.13). Die Ausnahme bildet die Abwesenheit von einem ena-
homologen Gen in M. loti. Obwohl bei Datenbankensuchen natürlich viele weitere 
Homologen gefunden wurden, liegen diese nicht zusammen im selben Genabschnitt und 
haben viel niedriger die Aminosäurensequenzidentitäten, vor allem bei hnr und ena. Bei 
genauerer Analyse der identifizierten Gencluster sind bei drei Organismen (S. pomeroyi, das 
SAR86 γ-Proteobakterium und M. loti) Gene anwesend, die für Molybdopterin-enthaltende 
Dehydrogenasen und die assoziierten 2 x [2Fe-2S] und Flavin Untereinheiten kodieren. Diese 
zeigen Aminosäurensequenzidentitäten mit NdhLM (fusioniert), NdhS und NdhF aus E. 
barkeri. In B. japonicum, B. xenovorans und Polaromonas sp. sind ebenfalls Gene vorhanden, 
die für Molybdopterin-enthaltende Dehydrogenasen und assoziierten 2 x [2Fe-2S] 
Untereinheiten anwesend kodieren. Diese Dehydrogenasen unterscheiden sich jedoch sehr 
von denen aus E. barkeri und haben statt getrennten Flavin-Untereinheiten eine am C-
Terminus fusionierte Domäne mit drei CXXCXH Cytochrom c Bindemotiven.  
Die Gencluster der anderen Organismen haben in 4 Fällen (S. pomeroyi, B. japonicum, B. 
xenovorans und Polaromonas sp.)ABC-Transporter kodierende Gene zwischen den E. 
barkeri Homologen. Die periplasmatischen Bindeproteine zeigten Ähnlichkeit mit 
Aminosäure-Bindeproteine. In M. loti liegt an der 5’-Seite des Molybdopterin-Dehydrogenase 
Flavoproteins ein Gen mit 43 % Aminosäurensequenzidentität mit PncA, eine 
Pyrazinamidase/Nicotinamidase aus E. coli. Weiter an der 5’ Seite in M. loti folgen ABC-
Transporter kodierende Gene. Diese haben niedrige Aminosäurensequenzidentitäten mit den 
ABC-Transporter kodierenden Gene aus S. pomeroyi, B. japonicum, B. xenovorans und 
Polaromonas sp. NicR-ähnliche LysR-Typ Regulatoren sind nicht im Genabschnitt 
zusammen mit den Homologen der anderen Organismen. Aber S. pomeroyi, das SAR86 γ-















































































































































































































































































































































































































































































































































ähnlich zu einander sind. In dem SAR86 γ-Proteobakterium, B. japonicum und Polaromonas 
sp. sind neben oder nah am ena-Homolog Gene, die für Flavodoxin oder Ferredoxin:NADP+-
Oxidoreduktasen kodieren. Tab. 4.1. fasst die Sequenzidentitäten für alle diskutierten Gene 
zusammen. 
 
Tab. 4.1. Vergleich der Aminosäurensequenzidentitäten der Genprodukte aus 
postulierte Nicotinat Gen-Cluster mit den entsprechenden Genprodukte aus 
Eubacterium barkeri und Bradyrhizobium japonicum 
Siehe Abb. 4.13. für eine graphische Darstellung der Lage der Genen und die vollständige 
Namen der Mikroorganismen. Abkürzungen in der Tabelle: A, kein Homolog in 
Genabschnitt; U, unterschiedlicher Homolog; Pbp, periplasmatisch Bindeprotein; Mem, 
membranständiges Protein der ABC-Transporter; ATP1/ATP2, die beide ATP-bindende 
Proteinen der ABC-Transporter; Reg, MarR-Typ Regulator; Fred, Flavodoxin:NADP+-
Oxidoreduktase.  
 
% Aminosäurensequenzidentität mit 
Eubacterium barkeri Genprodukt Bradyrhizobium japonicum Genprodukt 
 
Organismus 
NdhF NdhS NdhLM Hnr OrfC OrfE Ena Pbp Mem ATP1 ATP2 Reg Fred 
Silibacter pomeroyi 22 41 35 43 27 39 50 42 61 55 63 58 48 A 
SAR86 25 41 35 43 29 45 47 43 A A A A 46 50 
Mesorhizobium loti 26 46 38 42 28 46 A U U U U 55 A 
B. japonicum A 40 19 42 24 53 46 100 100 100 100 100 100 
B. xenovorans A 42 17 41 26 41 49 47 60 52 58 62 U A 
Polaromonas sp. A 40 19 40 26 42 50 47 61 52 57 61 U 63 
 
Beim Vergleich der Hnr, OrfC, OrfE und Ena-Homologen untereinander wurden 
Aminosäurensequenzidentitäten von 56-70, 42-54, 39-83 und 63-87 % festgestellt. Die hohe 
Identitäten zeigen, dass die Gencluster in diesen Organismen wahrscheinlich für den gleichen 
Stoffwechselweg kodieren. 
Als Schlussfolgerung der vorherigen Diskussion wird postuliert, dass in den erwähnten 
Organismen die Gencluster am Nicotinat-Abbau über Nicotinat-Dehydrogenase, 6-
Hydroxynicotinat-Reductase und Enamidase beteiligt sind. Keiner der Organismen hat im 
hier diskutierten Genabschnitt oder überhaupt im Genom Gene, die für Proteine mit relevanter 




dass in diesen Organismen der E. barkeri Nicotinat-Abbauweg von 2-Formylglutarat bis 
Propionat/Pyruvat fehlt. Bei Azorhizobium caulinodans wurde mit Transposon Mutagenese 
und metabole Studien gezeigt, dass Nicotinat-Dehydrogenase, 6-Hydroxynicotinat-Reductase 
und Enamidase in der Nicotinat-Abbau beteiligt waren [13, 14]. Die Anwesenheit der hier 
postulierten Gencluster in M. loti und das sehr nah mit Azorhizobium verwandte B. japonicum 




Mit dieser Doktorabeit ist jetzt die Nicotinat Fermentation von E. barkeri weitgehend geklärt. 
Aber weitere Arbeit an Hmd und DmdAB soll die hier beschriebenen Ergebnisse auf 
biochemischer Ebene bestätigen. Auch sollen weitere genetische Studien die Transkription 
und Regulation der hier identifizierten Gene charakterisieren. Strukturelle Charakterisierung 
(wie bei der Enamidase) wird verfolgt: die Kristallisation der 2-(Hydroxymethyl)glutarat-
Dehydrogenase ist schon gelungen (Simon Reitz, AG Essen). 
Die Identifikation der Stelle des kovalent gebundenes Flavins in der 6-Hydroxynicotinat-
Reduktase war trotz mehrerern Versuche nicht erfolgreich und wird jetzt mit nano-HPLC und 
MS-MS Spektrometrie versucht (Dr. Uwe Linne, AG Marahiel). 
Die Analyse der Gencluster aus Silibacter pomeroyi DSS-3, dem SAR86 γ-Proteobakterium, 
Mesorhizobium loti MAFF303099, Bradyrhizobium japonicum USDA110, Burkholderia 
xenovorans LB400 und Polaromonas sp. JS666 hat den Anreiz gegeben, den Nicotinat-Abbau 
in diesen Organismen zu studieren. Im Rahmen von Diplomarbeiten (Martin Schuster und 
Andrew Bozarth, Mikrobiologie) sind Wachstum auf Nicotinat, heterologe Produktion von 
aktiver Enamidase und Nicotinat-Bindung am periplasmatischen Bindeprotein von einigen 
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